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Les ophidiens forment un sous ordre des reptiles plus communément appelés serpents. 
Symboles du mal dans certaines religions, sacrés dans certaines civilisations, les serpents font 
aujourd’hui partis des Nouveaux Animaux de Compagnie (NAC) en expansion. Même si en 
2016, la médecine des NAC ne représente que 7% du chiffre d’affaire des vétérinaires français, 
il s’agit d’un domaine d’activité en croissance (ANON., 2018). Parmi ces NAC, les serpents ne 
représentent encore qu’une faible proportion des patients rencontrés en clinique. 
 
Historiquement l’apanage de professionnels, l’élevage de serpents attire de plus en plus les 
amateurs. La reproduction en captivité d’un serpent est souvent un aboutissement pour les 
terrariophiles car elle est le signe d’une maintenance dans de bonnes conditions. En cas d’échec, 
ou de problèmes associés à la reproduction, les propriétaires ont de plus en plus tendance à 
s’adresser au vétérinaire. 
 
Bien que peu décrite chez les reptiles sauvages, la dystocie fait partie des troubles de la 
reproduction fréquemment rencontrés chez les reptiles élevés en captivité, notamment chez les 
ophidiens. Ainsi, dans une étude regroupant 1600 reptiles élevés en captivité, 10% d’entre eux 
ont présenté une dystocie, dont 42% étaient des serpents (suivis par 39% de chéloniens et 18% 
de sauriens). Par conséquent il est fondamental que les vétérinaires NAC sachent la 
diagnostiquer et la prendre en charge. 
 
Ce travail propose une synthèse bibliographique des connaissances actuelles à ce sujet. La 
première partie rappellera les particularités anatomiques de l’appareil reproducteur des 
ophidiens femelles. La seconde partie montrera les étapes physiologiques de la reproduction et 
d’une ponte eutocique1 . La troisième partie sera consacrée à la dystocie : on y présentera 
l’étiopathogénie des dystocies, les symptomatologies associées, le déroulement d’une 
consultation menant à son diagnostic et les différents moyens mis en œuvre pour traiter cette 
affection. Dans une dernière partie, des cas cliniques seront présentés et discutés afin d’illustrer 
la partie théorique. 
 
1 Se dit d’une oviposition physiologique, c’est-à-dire dans les délais d’une gestation physiologique et sans trouble 






Partie I. Rappels anatomiques : l’appareil génital femelle 
des ophidiens 
Les ophidiens ne possèdent pas d’appareil génital externe, ainsi déterminer le sexe d’un 
individu n’est pas toujours aisé. De plus, il existe très peu de dimorphisme sexuel permettant 
de distinguer un mâle d’une femelle chez les serpents. Chez les boïdés et les pythonidés, 
certains critères morphologiques peuvent aider au sexage : les mâles de certaines espèces 
(comme Lichanura trivirgata ou Morelia viridis) possèdent des éperons pelviens plus gros et 
ont un plus grand nombre d’écailles sous caudales ce qui rend leur queue plus longue (Cf. 
Figure 1) (Schilliger, 2004). Néanmoins, ces différences restent subtiles et d’autres techniques 
présentées ci-dessous permettent le sexage (DeNardo, 2006a ; O’Malley, 2005). 
 
Figure 1. Comparaison des éperons pelviens chez un Python vert (Morelia viridis) mâle (à gauche) et 
femelle (à droite) (Portas, 2018a). 
I.1. Méthodes de sexage  
I.1.1. Eversion manuelle des hémipénis 
L’éversion des hémipénis est une méthode consistant à faire sortir manuellement 
l’organe reproducteur mâle en exerçant une pression à la base de la queue (Cf. Figure 2). Cette 
manipulation doit cependant être réalisée avec précaution car elle peut engendrer des lésions 
irréversibles sur l’organe copulateur. Il est aussi plus aisé de pratiquer cette méthode chez de 
jeunes spécimens, les mâles adultes ayant un tonus musculaire suffisant pour empêcher 




Figure 2. Eversion manuelle des hémipénis sur un mâle Cobra égyptien (Naja haje) (Source : Dr 
Julien Goin). 
I.1.2. Sondage cloacal 
Cette méthode est la plus utilisée pour déterminer le sexe de serpents adultes. Elle se 
base elle aussi sur la présence, ou non des hémipénis. Avec une bonne contention, le sondage 
consiste à insérer caudalement et latéralement une sonde métallique adaptée dans le cloaque. 
La longueur de sonde que l’on peut insérer permet de différencier les mâles des femelles. Chez 
les mâles la sonde passe dans les poches hémipéniennes et peut donc être insérée sur une 
longueur de 6 à 10 écailles sous caudales, alors que chez les femelles la sonde ne dépasse pas 
2 à 3 écailles sous caudales (Cf. Figure 3). Ces chiffres sont très généraux et très dépendants de 
l’espèce que l’on cherche à sexer (Cf. Annexe 2) (O’Malley, 2005 ; Di Girolamo, Selleri, 2017). 
 
Figure 3. Sexage d’un serpent par sondage cloacal : (a) La sonde s’insère de plusieurs écailles dans 




I.1.3. Eversion hydrostatique des hémipénis 
Cette technique, comme la première, repose sur l’éversion des hémipénis hors du 
cloaque. Pour cela, un soluté isotonique stérile et tiède est injecté dans la queue, en face ventrale, 
caudalement aux supposés hémipénis, jusqu’à éversion de ces derniers ou jusqu’à sentir une 
résistance. Si l’aiguille est placée trop crânialement, le soluté risque d’être injecté directement 
dans les hémipénis et peut ainsi causer des lésions. Comme pour l’éversion manuelle, cette 
technique peut être mise en échec chez les gros spécimens qui ont une musculature suffisante 
pour empêcher l’éversion. Elle est alors plus utilisée pour sexer les jeunes individus, ou peut 
être pratiquée sous anesthésie (DeNardo, 2006a). 
I.1.4. Echographie 
L’échographie peut être utilisée chez les individus des deux sexes. En effet elle peut 
mettre en évidence la présence d’ovaires, de follicules ou d’œufs dans la cavité cœlomique des 
femelles. Cependant dans ce cas, cette méthode dépend de l’activité ovarienne, et des erreurs 
peuvent être faites notamment en cas d’inactivité de l’appareil reproducteur. L’échographie peut 
aussi être utilisée pour mettre en évidence les hémipénis des mâles en passant la sonde sur la 
base de la queue. En coupe longitudinale, les poches hémipéniennes prennent une forme 
tubulaire aux contours échogènes et au contenu hypoéchogène à anéchogène (Cf. Figure 4). 
Dans l’étude menée par Gnudi, cette dernière méthode serait spécifique à 100% (Gnudi et al., 
2009). 
 
Figure 4. Echographie des hémipénis (signalés par les flèches) d’un Lampropeltis triangulum 
hondurensis de 6 ans : (A) coupe longitudinale ; (B) coupe transversale ; (C) coupe dorsale ; * corps 
vertébraux (Gnudi et al., 2009). 
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I.2. Les ovaires 
Les serpents femelles possèdent deux ovaires situés dans le 2ème tiers de la cavité cœlomique 
crânialement aux reins et caudalement à la triade vésicule biliaire – rate – pancréas, qui sont 
attachés dorsalement par le mésovarium. L’ovaire droit est plus crânial et souvent plus 
développé que l’ovaire gauche (Cf. Figure 5) (O’Malley, 2005). 
Les ovaires sont ovales et les follicules présents à leurs surfaces forment une grappe 
ovarienne, de taille très variable en fonction de l’activité reproductrice. Cette grappe est petite 
et les follicules ont un aspect granuleux en période d’inactivité, alors qu’elle devient très grande 
avec des follicules formant des lobules à sa surface en période d’activité reproductrice. Les 
ovaires sont composés de cellules épithéliales et germinales et d’un stroma élastique contenant 
du tissu conjonctif, des vaisseaux sanguins et des nerfs (DeNardo, 2006a ; Jacobson, 2007). 
 
Figure 5. Dissection du tiers caudal du corps d’une femelle Morelia spilota (Source : Dr Julien Goin). 
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I.3. Les oviductes 
Les oviductes sont attachés à la cavité cœlomique dorsale par le mésovarium (ou mésentère 
dorsale), l’oviducte droit étant plus long que le gauche. D’après les études menées par 
Blackburn, l’oviducte gauche ne représente que 83% à 69% de la longueur de l’oviducte droit, 
chez Agkistrodon piscivorus et chez Nerodia sipedon respectivement. De cette manière, il 
semblerait que l’oviducte gauche abrite moins d’œufs que l’oviducte droit au cours d’une 
gestation (Blackburn, 1998). Chez certaines espèces (notamment les genres Typhlops et 
Leptotyphlops), l’oviducte gauche a complètement disparu (Jacobson, 2007). 
Chez tous les ophidiens, on peut le séparer en trois parties : l’oviducte antérieur, le moyen 
et le postérieur (Siegel et al., 2011). 
I.3.1. L’infundibulum 
L’oviducte antérieur représente environ 12% de la longueur de l’oviducte chez les 
serpents (Gist, 2011). Il forme de nombreux replis et est souvent lui-même divisé en deux 
régions. 
Sa partie crâniale est souvent appelée « infundibulum ». Cette partie est adjacente à 
l’ovaire sans pour autant lui être continue. L’ostium de l’oviducte antérieur s’ouvre près de 
l’ovaire. Il s’élargie et se rapproche de la surface de l’ovaire lors de l’ovulation ce qui lui donne 
une forme d’entonnoir (Zug et al., 2007). L’épithélium est simple (cylindrique, cubique ou 
squameux selon les espèces), et cilié ou sécrétant. La musculeuse est fine et parfois les couches 
musculaires longitudinale et circulaire se rejoignent en une couche, ce qui lui confère une 
grande flaccidité.  
Sa partie caudale est parfois appelée « partie albumifère » ou « infundibulum 
postérieur ». Elle comprend des structures qui permettent le stockage du sperme. Ces réservoirs 
forment des invaginations glandulaires de différents types selon les espèces (Siegel et al., 2011). 
I.3.2. L’utérus 
L’oviducte moyen constitue la plus grande partie de l’oviducte chez la plupart des 
ophidiens. C’est dans celui-ci que la coquille des œufs est produite chez les serpents ovipares, 
et c’est aussi dans cette partie que les embryons incubent chez les serpents ovovivipares. Pour 
cette raison il est souvent appelé « utérus ». La musculeuse, composée d’une couche musculaire 
périphérique longitudinale et d’une couche interne circulaire, est plus fine que celle de 
l’oviducte postérieur, mais sa lamina est légèrement plus épaisse. Cette dernière est constituée 
d’un épithélium glandulaire qui forme de nombreuses invaginations. Chez les ovovivipares, 
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pendant le développement embryonnaire, l’épithélium rétrécit alors que la lamina propria se 
vascularise plus. L’épithélium bordant la lumière est en général cubique ou cylindrique et 
composé de cellules ciliées et sécrétrices. Bien qu’il ne soit pas si différent, histologiquement 
parlant, de celui de l’oviducte postérieur, il permettrait la synthèse de mucopolysaccharides 
acides composant la coquille des œufs. L’épithélium glandulaire de la lamina est différent selon 
les espèces. Il est par exemple simple tubuleux chez la Couleuvre à collier (Natrix) mais 
composé acineux chez la Tantilla coronata. La taille et les granulations des glandes de 
l’épithélium sont moins importantes chez les serpents ovovivipares. Ceci pourrait s’expliquer 
par le fait que les glandes sécrètent la pseudokératine de la membrane coquillère des œufs chez 
les ovipares. De plus, leur taille augmente en période d’activité reproductrices chez les ovipares 
(Siegel et al., 2011). 
I.3.3. Le vagin 
L’oviducte postérieur constitue la partie la plus musculaire, ce qui lui confère parfois le 
nom de « vagin ». Sa musculeuse est composée d’une épaisse couche musculaire longitudinale 
en périphérie et d’une couche musculaire circulaire en profondeur, d’une épaisseur semblable. 
Sa muqueuse est plus fine que la partie moyenne de l’oviducte et la lamina propria forme des 
crêtes recouvertes par un épithélium cylindrique simple majoritairement composé de cellules 
ciliées. Chez la Vipère aspic (Vipera aspis), l’épithélium peut passer de simple à pseudostratifié 
lors de l’augmentation de l’activité reproductrice. Entre les cellules ciliées, peuvent s’insérer 
quelques cellules sécrétrices produisant un mucus acide. La lamina propria de cette partie de 
l’oviducte est la plus riche en mastocytes et de nombreux vaisseaux sanguins sont directement 
accolés dessous. Chez les ophidiens, cette partie de l’oviducte possède elle aussi des réservoirs 
de sperme. Contrairement aux réservoirs présents dans l’infundibulum, ils ne forment pas de 
vraies glandes mais plutôt des replis très musculeux formés par des contractions du vagin qui 
se relâchent au moment de l’ovulation, permettant aux spermatozoïdes d’avancer crânialement 
dans l’oviducte. 
I.3.4. Bilan 
Bien qu’il y ait une différence histologique entre les trois parties de l’oviducte, il est parfois 
difficile de les reconnaitre macroscopiquement. En effet, chez les serpents possédant un 
oviducte droit au repos, il n’est pas possible de différencier infundibulum, utérus et vagin. 
Cependant chez certains ophidiens, comme les Thamnophis, l’utérus au repos forme des 
circonvolutions et permet de le distinguer des deux autres parties. Il est aussi plus aisé de 
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reconnaitre ces parties chez les femelles gravides, les œufs stockés dans l’utérus permettant 
ainsi de le délimiter (Blackburn, 1998). 
I.4. Le cloaque 
Le cloaque des ophidiens est divisé en trois parties : le coprodeum qui est la région la 
plus crâniale, l’urodeum et enfin, en partie caudale, le proctodeum. 
La fente cloacale s’ouvre ventralement sur le proctodeum, composé de légers replis 
longitudinaux. La délimitation entre le proctodeum et l’urodeum est très discrète, voire 
inexistante. 
L’urodeum forme des replis longitudinaux un peu plus marqués que dans le proctodeum, 
et certaines espèces de serpents présentent des papilles urinaires (placées dorsalement ou 
ventralement selon les espèces) à la jonction entre ces deux régions. L’urodeum constitue la 
partie terminale des tractus urinaire et génital. Les oviductes se déversent donc séparément dans 
l’urodeum au niveau des poches vaginales. Chez les colubridés, le diverticule de Giacomini 
permet la communication entre la partie postérieure de l’oviducte et l’urodeum, alors que chez 
la plupart des autres ophidiens le passage de l’oviducte à l’urodeum forme une transition 
continue. 
Enfin, le coprodeum forme la région où abouche le colon terminal des ophidiens (Cf. 
Figure 6) (Siegel et al., 2011). 
 
Figure 6. Cloacoscopie chez un Boa arboricole de Madagascar (Sanzinia madagascariensis) femelle : 
visualisation dans l’urodeum du coprodeum (flèche) et des deux poches vaginales (astérisques) 







Partie II. Physiologie de la reproduction et mise bas 
eutocique 
II.1. Acquisition de la maturité sexuelle 
L’âge d’acquisition de la maturité sexuelle chez les serpents est très variable. Elle varie 
premièrement en fonction des espèces. Par exemple, le Serpent des blés (Pantherophis guttatus) 
est mature sexuellement vers l’âge de 2 ans (correspondant à 90 cm de longueur en moyenne), 
alors que l’Anaconda vert (Eunectes murinus) ne l’est qu’à 6 ans (correspondant à 2,5 m de 
longueur en moyenne). En général, les serpents élevés dans de bonnes conditions sont 
sexuellement matures entre deux et cinq ans (Gérard, 2003). 
Ensuite, l’acquisition de la maturité sexuelle varie au sein d’une même espèce. En effet, on 
définit la maturité sexuelle d’un serpent plutôt par sa taille et par son poids. Ainsi selon ses 
conditions d’élevage, la maturité sexuelle ne sera pas atteinte au même âge. On peut par 
exemple voir des Boa constrictor mesurant 2 mètres et matures à 18 mois lorsque les conditions 
sont favorables, alors que d’autres mesurent moins d’1 mètre et sont toujours immatures à plus 
de 10 ans (DeNardo, 2006a). 
II.2. Les types de reproduction 
Il existe deux modalités de reproduction chez les ophidiens : l’oviparité et l’ovoviviparité. 
Même si la plupart des serpents pondent des œufs, environ 20% d’entre eux donnent naissance 
à des serpenteaux déjà formés (Zug et al., 2007). 
L’oviparité est le mode de reproduction le plus primitif connu. Il définit les femelles qui 
pondent des œufs dans lesquels l’embryon n’a pas terminé son développement. Ce 
développement se termine donc dans le milieu extérieur, la coquille protégeant alors l’embryon 
à l’intérieur de l’œuf. Dans ce cas, la nutrition de l’embryon ne provient que du vitellus contenu 
dans l’œuf, ceci s’appelle la lécitotrophie. 
A l’inverse, chez les serpents ovovivipares, les embryons terminent complètement leur 
développement dans l’oviducte de la mère. Dans ce cas, l’incubation dans l’oviducte est souvent 
plus longue, et l’apport en nutriments peut venir à la fois du vitellus et de la mère : il s’agit de 
matrotrophie. Il existe différents degrés de matrotrophie, mais aucune forme de placentotrophie, 
c’est-à-dire d’apport complet des nutriments par la mère, n’a été démontrée chez les ophidiens 
(Blackburn, 1998 ; Blackburn, Flemming, 2009 ; Zug et al., 2007). 
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II.3. Les étapes de la reproduction 
II.3.1. Folliculogénèse 
Comme chez tous les vertébrés, les follicules ovariens des reptiles sont composés d’un 
ovocyte et d’une zone pellucide entourés par des cellules de la granulosa et une thèque séparée 
par une lame basale. 
La folliculogénèse commence dans l’ovaire embryonnaire et continue toute la vie chez 
la femelle serpent. Les follicules sont produits à partir des oogonies présentes dans les couches 
germinales de l’ovaire et s’entourent de cellules folliculaires granuleuses alors appelées cellules 
de la granulosa. Ces oogonies se multiplient par mitose et produisent des ovocytes primaires 
qui restent bloqués en prophase 1 de méiose. 
Chez les squamates, donc chez les ophidiens, la granulosa est composée d’une couche 
de petites cellules épithéliales cubiques en période de repos. Pendant la folliculogénèse, elle se 
différencie en un épithélium pluristratifié et polymorphe. A ce stade, l’épithélium se compose 
alors de cellules piriformes ainsi que de cellules intermédiaires. Pendant la folliculogénèse, les 
cellules piriformes et intermédiaires deviennent très rapidement des cellules nourricières qui 
transmettent ribosomes, acide ribonucléique (ARN) et vésicules à l’ovocyte au travers de ponts 
intercellulaires. A la fin de cette étape pré-vitellogénique, ces cellules régressent et la granulosa 
se compose à nouveau d’une simple couche de cellules épithéliales (Jones, 2011). 
II.3.2. Vitellogenèse 
La vitellogenèse est une étape d’accumulation de nutriments dans le cytoplasme de 
l’ovocyte. Ces nutriments, essentiellement des phosphoprotéines et des lipides, constitueront le 
vitellus de l’œuf. Les lipides sont mobilisés à partir du tissu adipeux présent dans tout le corps 
et sont transportés par la circulation sanguine jusqu’au foie où ils sont convertis en vitellogénine, 
une lipophosphoglycoprotéine de haut poids moléculaire. La vitellogénine est ensuite transférée 
à l’ovocyte et stockée dans le cytoplasme. Cette étape demande donc à la femelle d’être en bon 
état corporel avant la reproduction (Zug et al., 2007 ; Jones, 2011). 
La vitellogénine apporte donc à l’embryon acides, phosphates et lipides, mais cet apport 
n’est pas suffisant pour assurer les besoins nutritifs de l’embryon. Une autre source de lipides 
est donc fournie par des lipoprotéines de très basse densité produites par le foie, ainsi que 
l’albumine, le cholécalciférol et autres immunoglobulines. Chez les serpents ovipares, 
l’embryon dépend uniquement du vitellus alors formé. Bien que chez les ophidiens 
ovovivipares il existe différents degrés de matrotrophie, les embryons dépendent tous au moins 
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en partie du vitellus alors produit (Blackburn, 1998 ; Blackburn, Flemming, 2009). 
II.3.3. Ovulation 
La folliculogénèse et la vitellogenèse aboutissent ensuite à l’ovulation, c’est-à-dire, à 
l’expulsion de l’ovocyte mature hors de l’ovaire. A cet instant, l’ovocyte primaire produit lors 
du développement folliculaire termine sa première division de méiose et donne un premier 
globule polaire, ainsi qu’un ovocyte secondaire ou ovocyte mature alors expulsé hors de 
l’ovaire. Le point de rupture folliculaire, appelé stigma, est visible et forme une zone plus pâle 
à la surface de l’ovaire. Le follicule post-ovulatoire alors formé se développe en corps jaune, 
une structure endocrine essentiellement composée de cellules de la granulosa qui 
s’hypertrophient après l’ovulation et s’entourent de cellules de la thèque. Ce corps jaune 
persistera pendant presque toute la durée de la gestation avant de dégénérer en tissu conjonctif 
similaire au corps blanc des mammifères (Jones, 2011). 
Beaucoup de serpents peuvent présenter des signes d’’ovulation. Par exemple, les 
femelles peuvent présenter un gonflement transitoire de la moitié caudale du corps. Il faut être 
attentif chez les boïdés car cette augmentation de taille ne dure que 12 à 24 heures. La plupart 
des femelles présentent aussi une mue post-hibernation (Cf. III.6.2) marquant à la fois 
l’ovulation mais aussi la libération de phéromones émises par la peau (Gérard, 2003). 
II.3.4. Copulation et fécondation 
Comme chez les autres reptiles, la copulation est précédée chez les ophidiens d’une 
forme de parade nuptiale. En effet, le mâle se hisse sur la femelle et utilise son corps et plus 
particulièrement sa queue pour créer une stimulation tactile (Cf. Figure 7). Les boïdés et les 
pythonidés utilisent de la même manière leurs éperons, vestiges des membres pelviens, afin de 
stimuler la femelle (DeNardo, 2006a). Chez certains colubridés, comme l’Elaphe obsoleta 
(Pantherophis obsoletus) ou les Lampropeltis spp., le mâle maintient la femelle immobile en la 
mordant au niveau de la nuque (Gérard, 2003). Généralement, les mâles n’éversent qu’un seul 
des deux hémipénis pendant la copulation, et l’insère dans la partie caudale du cloaque de la 




Figure 7. Parade nuptiale chez des Pantherophis guttatus : le mâle (phase Snow) serpente sur la 
femelle (phase Miami) et leur queue s’enroulent afin que les cloaques s’apposent (Photographies 
personnelles). 
La fécondation résultante peut se produire immédiatement après copulation ou peut être 
retardée grâce aux spermathèques2 de la femelle. La fécondation se produit lors de la fusion 
d’un spermatozoïde avec un ovocyte mature, formant ainsi un zygote diploïde. Chez les 
ophidiens, la fécondation est uniquement interne, c’est-à-dire qu’elle se produit à l’intérieur des 
oviductes de la femelle. Le premier spermatozoïde se fixant à l’ovocyte va déverser son 
pronucléus dans le cytoplasme de l’ovocyte mature. A cet instant, la membrane vitelline se 
décolle et empêche ainsi la fusion d’autres spermatozoïdes. L’ovocyte mature termine alors sa 
deuxième division de méiose, et les pronuclei fusionnent, restaurant alors la diploïdie et formant 
ainsi un zygote (Zug et al., 2007). 
II.3.5. Gravidité et ponte 
Juste après la fécondation, les glandes présentes dans les oviductes commencent à 
sécréter ce qui formera les différentes enveloppes de l’œuf. Le développement embryonnaire 
post-fécondation peut être séparé en deux groupes : celui des ovipares et celui des ovovivipares 
(Jacobson, 2007). 
Bien que la structure de l’œuf varie selon les espèces, tous les œufs de serpents (ovipares 
et ovovivipares) possèdent les structures suivantes : le sac vitellin, l’amnios, l’allantoïde et le 
chorion (Cf. Figure 8) (Zug et al., 2007). Chez les serpents ovipares, ces enveloppes sont 
entourées par une coquille constituée d’une membrane fibreuse dans laquelle s’intercalent des 
amas isolés de matériel calcaire (Stewart, 1993). Chez les ophidiens ovovivipares, il ne reste 
plus qu’un vestige de cette coquille, composé seulement de la membrane fibreuse qui sépare 
les enveloppes fœtales de l’oviducte, et cette membrane s’affine ou se détériore au cours de la 
gestation. La membrane chorio-allantoïde est organisée comme un appareil respiratoire et 
 
2 Organe de stockage des gamètes mâles à l’intérieur de la femelle. 
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permet les échanges de gaz grâce à ses cellules épithéliales plates et sa vascularisation 
croissante. Le sac vitellin, quant à lui, constitue une réserve énergétique pour l’embryon, et 
l’omphalopleure qui l’entoure permet l’absorption d’eau depuis le milieu extérieur (Blackburn, 
Flemming, 2009). 
 
Figure 8. Structure générale d’un œuf de reptile (Zug et al., 2007). 
La durée de la gestation varie grandement en fonction des espèces (Cf. Tableau 1). Elle 
est souvent bien plus longue chez les serpents ovovivipares pour lesquelles l’incubation se fait 
dans l’oviducte de la mère. La gestation peut donc durer de quelques semaines à plusieurs mois 
selon l’espèce. 
Tableau 1. Quelques exemples de durée de gestation chez des serpents ovipares et 
ovovivipares (Stahl, 2002). 
Type de reproduction Espèce Durée totale de gestation 
Ovipare 
Pantherophis guttatus 30 à 45 jours 
Pantherophis obsoletus 30 à 50 jours 
Lampropeltis getulus 
californiae 
4 à 6 semaines 
Python regius 50 à 60 jours 
Ovovivipare 
Boa constrictor 4 à 7 mois 




En captivité, il peut être difficile de voir si la copulation a été fructueuse et si la femelle 
est bien gravide, mais chez certaines espèces il existe quelques signes évocateurs. Un des 
premiers signes est une modification physique : lors de la gestation on peut apercevoir le 
gonflement du tiers caudal du corps (entre le nez et le cloaque) (Cf. Figure 9). La plupart des 
femelles durant cette période présentent aussi une modification du comportement. Elles sont 
souvent dysorexiques voir anorexiques et sont à la recherche d’une chaleur accrue. Les Boa 
constrictor ont par exemple besoin d’un point chaud s’élevant à 35°C. Les femelles peuvent 
aussi changer de position par rapport à celle qu’elles ont habituellement : elles s’enroulent de 
manière plus lâche, ou peuvent se mettre en semi-décubitus latéral. Chez le Boa constrictor, la 
gestation peut entraîner une grande augmentation de l’agressivité. 
Chez les ophidiens ovipares, la ponte est précédée d’une mue de « pré-ponte » qui se produit 
à un moment précis de la gravidité mais variable selon les espèces. Par exemple, les colubridés 
muent 5 à 15 jours avant la ponte alors que les pythons muent 18 à 28 jours avant. Toujours 
chez les ovipares, l’approche de la ponte provoque un regain d’activité. Ainsi, les femelles 
s’agitent et cherchent activement un lieu où elles pourront pondre leurs œufs. La ponte en elle-
même dure généralement moins de 24 heures (DeNardo, 2006a ; Gérard, 2003). 
 
Figure 9. Gonflement du tiers caudal de la distance nez – cloaque chez une femelle Lampropeltis 
triangulum campbelli gravide (Source : Dr Julien Goin). 
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II.4. Cycle ovarien et contrôle hormonal 
Les études concernant le rôle des hormones au cours du cycle ovarien sont peu nombreuses 
et contradictoires selon les espèces de serpents. On retiendra cependant qu’il y a quatre 
hormones stéroïdiennes majeures intervenant, comme chez beaucoup d’autres espèces, dans la 
régulation du cycle ovarien : l’œstradiol, la progestérone, la testostérone et la corticostérone. 
II.4.1. Les principales hormones mises en jeu au cours du cycle 
➢ Œstradiol 
L’œstradiol serait l’hormone impliquée dans la vitellogenèse. Des études ont ainsi 
montré que le taux d’œstradiol plasmatique augmente considérablement lors de la période 
d’accouplement et plus particulièrement pendant la vitellogenèse (Taylor, DeNardo, 2011 ; 
Bonnet et al., 2001 ; Whittier et al., 1987 ; Tumkiratiwong et al., 2012 ; Aldridge et al., 2014 ; 
Taylor et al., 2004). Cette hormone serait à l’origine de la stimulation de production de 
vitellogénine par le foie. Ceci est conforté par la présence de récepteurs très affins à l’œstradiol 
dans le foie de certaines femelles, notamment celles du genre Nerodia (Taylor, DeNardo, 2011). 
D’après les études de Whittier, l’augmentation d’œstradiol est aussi associée à l’accouplement 
(Whittier et al., 1987). En effet, chez des femelles ne commençant pas de cycle ovarien, la 
concentration plasmatique en œstradiol augmente significativement après l’accouplement. De 
plus, la corrélation démontrée entre la vitellogenèse, l’augmentation en œstradiol et la période 
d’accouplement chez des Nerodia fasciata confluens confirme les hypothèses précédentes et 
suggère aussi que la vitellogenèse serait peut-être un phénomène induit par l’accouplement 
(Lorenz et al., 2011). Sa concentration plasmatique diminue ensuite drastiquement après 
l’ovulation ou en début de gestation (Smith et al., 2012). Aldrige a pu affiné cette observation en 
montrant que si on suppose que la mue en période d’accouplement chez des femelles Nerodia 
sipedon marque l’ovulation, on observe une hausse importante de la concentration en œstradiol 
dans les dix jours post-ovulation puis une chute brutale (Aldridge et al., 2014). 
 
➢ Testostérone 
La concentration plasmatique en testostérone augmente elle aussi lors de la 
vitellogenèse et pendant la croissance folliculaire, simultanément à l’augmentation d’œstradiol. 
Ceci est probablement corrélé au fait que la testostérone est une hormone précurseur de 
l’œstradiol. Hors de ces périodes, la concentration en testostérone reste très basale chez la 




La progestérone, quant à elle, est plutôt l’hormone de la gestation. Chez de nombreuses 
espèces, aussi bien ovovivipares qu’ovipares, sa concentration plasmatique augmente pendant 
toute la durée de la gravidité et revient à son taux basal juste avant la parturition (Bonnet et al., 
2001 ; Smith et al., 2012 ; Bertocchi et al., 2018 ; Taylor et al., 2004). De plus, l’augmentation 
significative de progestérone plasmatique chez des Natrix en période pré-ovulatoire avec un pic 
au milieu de la gestation puis une diminution de la concentration en fin de gestation, est en 
faveur d’une production de progestérone essentiellement faite par le corps jaune (Callard et al., 
1972 ; Chan et al., 1973). De fait, les études menées par Dick sur des Thamnophis elegans ont 
montré qu’après lutéectomie de femelles gravides, le taux de progestérone n’était plus 
significativement différent des femelles non gravides ; et qu’après ovariectomie on ne retrouvait 
plus de progestérone dans le plasma (Highfill, Mead, 1975). D’après ces résultats, la 
progestérone serait donc essentiellement produite par le corps jaune pendant la gestation, mais 
pas seulement. La progestérone agirait dans le maintien de la gestation chez les serpents 
ovovivipares par inhibition de la motilité de l’oviducte. Chez les ovipares, elle agirait de la 
même manière et participerait à la synthèse de la coquille. Ceci est en corrélation avec la 
présence de récepteurs à la progestérone dans les oviductes des femelles Nerodia notamment 
(Taylor, DeNardo, 2011). La progestérone et l’œstradiol sont négativement corrélés. En effet 
leur cinétique s’inverse pendant le cycle ovarien. De plus, un pic de progestérone pendant 
l’hibernation semble inhiber le commencement d’un nouveau cycle chez des femelles en 
mauvaises conditions physiques (Bonnet et al., 2001). Ceci ne peut malheureusement pas être 
adapté à tous les ophidiens. En effet, plusieurs études faites chez le Serpent jarretière, 
Thamnophis sirtalis parietalis, ont montré que contrairement aux autres espèces étudiées, la 
concentration plasmatique en progestérone n’augmente pas pendant la gestation. Des 
hypothèses ont été faites sur l’éventuelle existence d’autres progestatifs qui auraient le même 
rôle que la progestérone chez cette espèce de serpent (Whittier et al., 1987). 
 
➢ Corticostérone 
La corticostérone semble être associée à la parturition. En effet chez de nombreuses 
espèces, la concentration plasmatique en corticostérone augmente considérablement pendant la 
parturition et diminue brutalement dès le lendemain (Schuett et al., 2004 ; Smith et al., 2012 ; 
Lorioux et al., 2016 ; Taylor et al., 2004). Les études menées par Schuett ont aussi montré que 
la corticostérone augmente considérablement pendant l’ovulation (Schuett et al., 2004). Cette 
augmentation en corticostérone permettrait aux femelles de mobiliser l’énergie nécessaire à la 
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reproduction. Cependant, chez les ophidiens, il existe peu de données permettant de comprendre 
par quel tissu est produite cette hormone, notamment au cours de la gestation. 
 
Figure 10. Exemple de variation des concentrations plasmatiques de différentes hormones chez des 
femelle Crotalus atrox en période de reproduction (Taylor et al., 2004). 
➢ Mésotocine et arginine vasotocine 
D’autres hormones semblent intervenir dans la parturition chez les ophidiens. Il est bien 
connu chez la plupart des mammifères que l’ocytocine, produite par la post-hypophyse, a un 
rôle lors de la mise-bas. Elle agit sur le myomètre utérin afin d’augmenter la fréquence et la 
force des contractions (Young et al., 2011). Chez les ophidiens, des études ont montré qu’il n’y 
avait pas d’ocytocine produite par l’hypophyse mais deux autres hormones : la mésotocine et 
l’arginine vasotocine. Ces deux hormones ont été retrouvées chez différentes familles de 
serpents (Vipéridé, Colubridé et Elapidé) et ont toutes les deux montré une activité ocytocique 
permettant la contraction de l’utérus. Cependant, aucune étude ne s’est encore intéressée à leur 
variation de concentration plasmatique au cours du cycle reproducteur des femelles ophidiens, 
ne permettant donc pas d’affirmer avec certitude le rôle de ces hormones lors de l’oviposition 
ou la parturition des serpents (Acher et al., 1969 ; 1968 ; Silveira et al., 1992). 
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II.4.2. Régulation par l’axe hypothalamo-hypophysaire 
Chez les reptiles, la production des hormones stéroïdiennes détaillées précédemment est 
sous le contrôle de l’axe hypothalamo-hypophysaire. La Gonadotropin-Releasing Hormon 
(GnRH) produite par l’hypothalamus régule la sécrétion des gonadotrophines par l’hypophyse 
(Norris, Lopez, 2018). Cependant, très peu d’études portant sur cette régulation ont été faites 
chez les serpents. Il semblerait que la GnRH des ophidiens ait une structure semblable à la 
GnRH des mammifères et des poulets mais sa structure n’a pas été déterminée totalement 
(Taylor, DeNardo, 2011). Seule une étude menée sur des Thamnophis sirtalis parietalis montre 
la ressemblance entre la GnRH de cette espèce et la GnRH I des poulets (Sherwood, Whittier, 
1988). 
La structure des gonadotrophines des serpents n’est pas encore connue non plus mais 
leur rôle a été étudié grâce à l’action de la Follicle-Stimulating Hormon (FSH) et la Luteinizing 
Hormon (LH) de mammifères sur des serpents. Ainsi, la FSH et la LH extraites chez des ovins 
et injectées chez des femelles Nerodia fasciata ont provoqué l’augmentation de la concentration 
plasmatique en œstradiol, progestérone et testostérone ainsi que l’ovulation chez un individu. 
Ces augmentations ont été induites par les deux gonadotrophines de manière non spécifique. 
De plus, d’autres études ont montré que la FSH et la LH ovines sont capables de substituer la 
FSH humaine préalablement fixée sur les sites de fixations des gonadotrophines chez des 
Thamnophis (Lance, Callard, 1978). Ces éléments soulèvent donc la question de l’existence 
d’une unique gonadotrophine chez les ophidiens. De plus, des expériences menées par Bluhm 
sur les récepteurs aux gonadotrophines chez des Bothrops jararaca ont mis en évidence leur 
ressemblance avec les récepteurs à la FSH d’autres espèces de vertébrés (notamment lézards et 
poulets), mais aucun récepteur semblable à ceux de la LH de ces mêmes vertébrés n’a été trouvé, 
renforçant ainsi l’hypothèse d’une unique gonadotrophine (Bluhm et al., 2004). Enfin, il a été 
montré que la FSH ovine permet aussi de stimuler la production de vitellogénine par le foie 
ainsi que son stockage dans le cytoplasme de l’ovocyte chez Thamnophis sirtalis parietalis 
(Taylor, DeNardo, 2011, p. 13). 
Toutefois, une étude menée par Bona-Gallo sur le Serpent à lunette (Naja naja) a montré 
qu’il n’y a pas de lien absolu entre la concentration plasmatique en gonadotrophines et le cycle 
ovarien chez cette espèce. En effet, un pic de concentration plasmatique a été mis en évidence 
lors de la vitellogenèse et un deuxième pic a été observé pendant la période hivernale qui ne 
correspond à aucun moment spécifique du cycle, montrant ainsi la complexité de la régulation 
de l’axe gonadotrope (Bona-Gallo et al., 1980). 
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II.5. Cycle ovarien et facteurs environnementaux 
Chez les ophidiens, le cycle de reproduction est influencé par la température extérieure, 
mais les mécanismes mis en jeu ne sont pas encore bien connus. Chez le Serpent à lunettes 
(Naja naja) par exemple, il a bien été mis en évidence que la concentration plasmatique d’un 
grand nombre d’hormones diminue pendant l’hibernation et raugmente au printemps. De plus 
il semble que la thyroxine (T4) ait un rôle dans la reproduction et sa concentration augmente 
lorsque l’activité ovarienne est à son apogée. Or, il y a un lien direct entre la température et 
l’assimilation d’iode (précurseur de T4) dans la glande thyroïde, et les basses températures 
diminuent la réponse des tissus cibles de la thyroïde. La température et la photopériode jouent 
un rôle dans le contrôle de la reproduction aussi par le biais de la mélatonine, hormone sécrétée 
par la glande pinéale. La mélatonine est sécrétée pendant la scotophase d’un cycle diurne par 
la glande pinéale. Dans des études menées sur des femelles Natrix piscator, il a été montré 
qu’une pinéalectomie perturbe le développement des gonades (Taylor, DeNardo, 2011). 
Il en résulte que, de manière générale, une femelle produit une portée par an au plus. 
Plusieurs espèces, comme la Vipère aspic (Vipera aspis), ne se reproduisent pas chaque année 
(Bonnet et al., 2001). La plupart du temps, la temporalité du cycle reproductif permet aux jeunes 
de naitre ou d’éclore lorsque les conditions climatiques sont favorables. En généralisant, 
beaucoup d’espèces de serpents suivent le cycle suivant (Bonnet et al., 2001 ; Lorenz et al., 
2011 ; Taylor et al., 2004) : 
- Mars – Mai : accouplement et vitellogenèse ; 
- Mai – Juin : ovulation ; 
- Juin – Aout : gravidité ; 
- Aout – Septembre : parturition / oviposition ; 
- Octobre – Février : hibernation. 
Il existe des exceptions comme dans les zones tropicales où la reproduction peut se faire 
presque toute l’année. C’est le cas des Tropidonophis mairii, qui stoppent leur reproduction 
seulement pendant les trois mois de saison humide, et qui ainsi, peuvent se reproduire deux à 
trois fois en dix-huit mois (Brown, Shine, 2002). 
 
Le cycle de reproduction des ophidiens est aussi influencé par l’état corporel de la femelle. 
En effet, comme mentionné plus haut, la reproduction demande une grande quantité d’énergie 
et ainsi les conditions physiques de la femelle influencent beaucoup le cycle ovarien. Cette 
corrélation est bien connue, mais là encore le phénomène hormonal associé l’est beaucoup 
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moins. La concentration en œstradiol semble jouer un rôle dans ce mécanisme. En effet chez la 
Vipère aspic (Vipera aspis), les femelles en mauvais état corporel ont une concentration 
plasmatique en œstradiol très faible, alors que celles ayant un bon état corporel ont une 




Partie III. Dystocie 
Dystocie est un mot issu du grec « dustokia », qui peut être décomposé en « dys », difficulté, 
et « tokos », enfantement. Le mot dystocie est donc largement utilisé en obstétrique afin de 
qualifier des troubles de la mise-bas. 
Chez les serpents, la dystocie est employée pour désigner une rétention post-ovulatoire 
« d’œufs », au sens large, qu’ils aient été fécondés ou non. 
III.1. Etiopathogénie des dystocies 
La dystocie est une affection souvent causée par plusieurs facteurs qui peuvent être difficiles 
à identifier. On peut cependant les classer en deux grandes catégories : les dystocies 
obstructives et les dystocies non obstructives (Cf Figure 11). 
III.1.1. Dystocies obstructives 
 Les dystocies obstructives sont dues à l’impossibilité mécanique pour les œufs ou les 
fœtus, de passer l’oviducte ou le cloaque. Ici encore, on peut subdiviser les dystocies 
obstructives : 
- celles causées par des anomalies de l’appareil reproducteur de la mère : malformation 
du bassin ou des oviductes ; 
- celles causées par des masses obstruant l’appareil reproducteur de la mère, qu’elles 
soient intrinsèques ou extrinsèques à l’appareil reproducteur : calculs urinaires, fécalomes, 
abcès, tumeurs ; 
- et celles causées par des anomalies structurales des œufs ou des fœtus : malformation, 
grande taille, mauvais positionnement au moment de la ponte/parturition, fracture de l’œuf 
(DeNardo, 2006b). 
III.1.2. Dystocies non obstructives 
 Toutes les dystocies ne pouvant pas être placées dans la catégorie précédente sont dites 
non obstructives. Dans ces cas, les œufs ou les fœtus, et la mère ne semblent pas présenter 
d’anomalie particulière. Il est alors souvent difficile de mettre en évidence la cause de la 
dystocie. A nouveau, on peut différencier plusieurs catégories. 
 Des conditions d’élevage et de détention inadaptées sont souvent à l’origine de dystocies 
non obstructives. Cela commence par la mise à la reproduction d’individus trop jeunes ou à 
l’inverse, trop vieux. En effet, les ophidiens semblent prédisposés à présenter une dystocie au 
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moment de leur première portée, peut-être tout simplement car ils ne sont pas complètement 
matures en dépit de leur apparence physique. En outre, une fréquence de reproduction trop 
importante peut mener à des dystocies par épuisement de la femelle. Le surpeuplement ou toute 
autre source de stress comme la manipulation excessive ou le transport sont autant de facteurs 
prédisposant à la dystocie. De plus, selon les espèces, les serpents ont des besoins en 
température et en hygrométrie différents, et si ces conditions ne sont pas respectées, elles 
peuvent créer une forme de stress à l’origine des dystocies. De même, l’absence d’une boîte de 
ponte à disposition peut avoir le même effet, la femelle retenant ces œufs/fœtus en l’absence 
d’un lieu idéal pour mettre bas. 
Un mauvais état corporel de la mère ou une affection métabolique (comme 
l’hypocalcémie ou des maladies rénales) ou infectieuse (salpingite, septicémie etc.) peuvent 
être à l’origine de dystocie. Comme dit précédemment, la reproduction est une période 
nécessitant beaucoup d’énergie, et la malnutrition ou la déshydratation sont d’autres facteurs 
menant à cette affection. De plus, sans être en mauvais état général, les femelles en captivité 
sont souvent très sédentaires. Bien que ce ne soit pas prouvé, de nombreux vétérinaires pensent 
donc que ces femelles ne possèdent pas la musculature nécessaire à l’oviposition ou la 
parturition complète de leur portée. Associée à cette amyotrophie, l’obésité représente un 
facteur prédisposant supplémentaire à la dystocie. 
De manière moins fréquente, la dystocie peut avoir lieu sur des œufs non fécondés. Elle 
met en jeu des œufs dont l’ovogénèse a été bloquée, probablement à cause de l’absence de mâle 




Figure 11. Diagramme des étiopathogénies de dystocie chez les ophidiens. 
III.2. Conduite à tenir en clinique  
La consultation pour suspicion de dystocie chez un serpent doit être menée comme toute 
autre consultation. Elle doit commencer par un recueil des commémoratifs, ainsi que 
l’anamnèse. Ensuite un examen clinique à distance puis rapproché est fait. Ceci permet à la fois 
de diagnostiquer la dystocie et peut être d’en déterminer la cause. 
III.2.1. Commémoratifs  
Comme énoncé précédemment, les besoins et les modes de vie des serpents varient en 
fonction de l’espèce. La première chose à savoir est donc à quelle espèce on est confronté. Cette 
information est primordiale afin connaître les bonnes conditions de détention, le mode de 
reproduction ainsi que la durée physiologique de gestation. 
S’en suivent les questions concernant l’animal lui-même. Il faut notamment être sûr en 
premier lieu du sexe de l’animal. Comme souvent avec les reptiles, le propriétaire ne connaît 
pas toujours le sexe de son animal. Ce dernier doit donc être déterminé en consultation grâce à 
l’une des méthodes énoncées en première partie (Cf. I.1). Il faut aussi questionner le propriétaire 
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sur l’âge de l’animal et depuis combien de temps il l’a acquis ainsi que son origine. 
Parmi les commémoratifs, il faut ensuite s’intéresser aux conditions de détention de 
l’animal. Il est donc demandé au propriétaire des informations concernant les paramètres 
suivants : 
- Terrarium : dimensions, matériel, substrat, éléments présents à l’intérieur (décor, 
boîte de ponte, plantes), présence d’autres individus dans le même terrarium ; 
- Paramètres environnementaux : température au point chaud et au point froid (ainsi 
que la différence entre nuit et jour), hygrométrie, présence d’une lampe UV, durée 
d’éclairage, ventilation ; 
- Nutrition : types d’aliments, quantité, fréquence, présence récente de troubles de 
l’alimentation (variation de poids, dysorexie), présence d’eau à volonté. 
Pour finir sur les commémoratifs, les antécédents médicaux sont demandés au 
propriétaire ainsi que les antécédents concernant la reproduction. Il est nécessaire de se 
renseigner sur les problèmes déjà rencontrés (concernant la reproduction ou non), de savoir si 
des traitements ont été mis en place à la maison, et si le propriétaire a d’autres animaux, de 
connaître leur état général (Lennox, 2005 ; Schilliger, 2004). 
Afin de ne rien oublier, une fiche de recueil des commémoratifs peut être donnée à 
remplir au propriétaire en salle d’attente et revue en consultation (Cf. Annexe 3). 
III.2.2. Anamnèse 
Il est ensuite nécessaire d’axer la discussion sur la durée d’évolution des signes cliniques 
ainsi que l’état reproductif de l’animal. Il faut donc savoir si la femelle a été mise à la 
reproduction volontairement, et si oui, quand elle a été en contact avec le mâle et quel a été le 
protocole de reproduction. Si aucune reproduction volontaire de la part de l’éleveur n’a été 
initiée, il convient de demander si la femelle a été en contact avec un autre individu de la même 
espèce, et quelle est la durée d’évolution des signes cliniques. Le propriétaire peut rapporter 
des troubles de l’alimentation (dysorexie voire anorexie), des troubles du comportement 
(abattement ou, au contraire, hyperactivité) ou des modifications physiques (distension de la 
cavité cœlomique caudale) (Quinton, Bulliot, 2015). 
III.2.3. Examen clinique 
L’examen clinique commence toujours par un examen à distance du serpent. De cette 
manière le comportement de l’animal, son embonpoint ainsi qu’une éventuelle distension 
cœlomique peuvent être appréciés. 
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Comme pour toute consultation, un examen rapproché est ensuite mené du bout du rostre 
jusqu’au bout de la queue, afin de ne rien négliger. En premier lieu l’animal est pesé, ce qui 
donne une idée de son état d’embonpoint et surtout peut servir pour un suivi de son état général. 
Il faut ensuite commencer par inspecter la tête et la cavité buccale qui donneront respectivement 
des informations sur l’état de maigreur et l’état d’hydratation. Tout doit être examiné : les 
narines, les yeux, le tégument, le rachis et le squelette appendiculaire. Certaines étapes sont 
clefs dans la consultation lors de suspicion de dystocie. Il est ainsi important de s’attarder sur 
l’inspection du cloaque qui peut être le siège d’un prolapsus cloacal en cas de dystocie. La 
palpation de la cavité cœlomique, qui doit par contre être faite avec beaucoup de précaution, 
peut permettre de sentir la présence d’œufs qui forment un chapelet de structures ovoïdes plus 
ou moins fermes. En cas de rétention d’œufs, une palpation trop brutale peut entrainer une 
cœlomite par rupture des œufs, l’oviducte étant très fragile. De plus, chez un animal cachectique, 
la peau est elle aussi fragile et peut se déchirer sous les doigts au cours de la palpation (Schilliger, 
2004 ; Brogard, 1992). 
III.3. Diagnostic de dystocie 
III.3.1. Symptomatologie des dystocies 
Certains signes cliniques observés en cas de dystocie chez les serpents sont parfois très 
évocateurs, d’autres fois plutôt frustes. Il peut être observé : 
- Dysorexie ou anorexie : ce symptôme est cependant à analyser avec précautions 
chez les ophidiens. En effet, la majorité des femelles gravides présentent de 
l’anorexie, leur corps allongé ne permettant pas d’accueillir à la fois des œufs/fœtus 
dans les oviductes et de détenir du contenu alimentaire dans le tractus digestif ; 
- Apathie (parfois le serpent est au contraire assez actif, à la recherche d’un lieu de 
ponte au moment de la mise-bas) ; 
- Contractions infructueuses ; 
- Distension cœlomique du tiers caudal ; 
- Palpation de formes ovoïdes plus ou moins ferme dans le tiers caudal de la cavité 
cœlomique ; 
- Œuf/fœtus visible coincé au niveau du cloaque ; 
- Ponte/parturition incomplète ; 
- Prolapsus cloacal. 
La présentation d’une triade anorexie – apathie – dilatation cœlomique en consultation 
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doit toujours évoquer une dystocie chez un ophidien femelle (Schilliger, 2004 ; Quinton, Bulliot, 
2015). 
III.3.2. Imagerie médicale 
Chez les serpents ovipares, le recours aux examens complémentaires n’est pas 
systématique pour confirmer le diagnostic de dystocie, les œufs étant aisément palpables. A 
l’inverse, chez les femelles ovovivipares, pour lesquelles la palpation des fœtus est moins 
évidente, les examens complémentaires sont indispensables au diagnostic de dystocie. Dans les 
deux cas, l’imagerie semble tout de même être l’examen complémentaire de choix afin, d’une 
part de diagnostiquer une dystocie, et d’autre part, de compter et évaluer la taille des œufs, ou 
fœtus, restants afin d’adapter le traitement. 
Une étude menée par Gumpenberger a montré l’intérêt de différentes méthodes 
d’imagerie dans la visualisation de l’appareil génital femelle des ophidiens (Cf. Figure 12). 
L’étude consiste en la comparaison de la radiographie, l’échographie et la tomodensitométrie 
(scanner) dans la visualisation des ovaires, des oviductes, des follicules, des fœtus et des œufs 
selon leur degré de calcification. La radiographie présente plus d’intérêt dans la visualisation 
d’œufs peu à bien calcifiés et moins dans la visualisation des follicules et des fœtus même s’ils 
restent visibles avec cette méthode. Le scanner et l’échographie semblent être les examens qui 
permettent la visualisation du plus de structures de l’appareil génital femelle (Gumpenberger, 
2017). 
 
Figure 12. Comparaison de l’intérêt de l’utilisation de différentes méthodes d’imagerie dans la 
visualisation de l’appareil génitale femelle des serpents : (RX) Radiographie ; (Echo) Echographie ; 




➢ La radiographie 
La radiographie est l’examen complémentaire le plus utilisé chez les reptiles de par sa 
facilité d’utilisation et son coût réduit pour le propriétaire. Les appareils radiographiques 
utilisés en médecine canine permettent aussi de radiographier un serpent. L’appareil doit fournir 
une intensité d’au moins 200 mA et l’ophidien est radiographié avec un voltage compris entre 
40 et 100 kV proportionnel à son poids. Afin d’éviter les biais dus à la superposition, il faut 
radiographier l’animal sous deux incidences perpendiculaires et il est nécessaire que le serpent 
ne soit pas enroulé sur lui-même. Chez les serpents il est donc proposé de faire des radiographies 
dorso-ventrale et latéro-latérale. Il n’est généralement pas nécessaire d’anesthésier l’animal si 
la contention est bien assurée. Pour les serpents venimeux, le vétérinaire peut placer l’individu 
dans un tube en plexiglass (donc radio-transparent) permettant de mettre l’animal dans une 
position convenable à la radiographie et assurant aussi la sécurité du manipulateur. Les 
ophidiens sont souvent trop longs pour permettre de radiographier le corps entier en un seul 
cliché et les repères anatomiques varient selon les espèces. Il est donc plus facile de faire 
plusieurs clichés des différentes parties du serpent afin d’obtenir l’appareil génital dans son 
intégralité (pour ce faire, des repères radio-opaques peuvent être directement placés sur l’animal) 
(Gumpenberger, 2017 ; Welsh, 2011). 
 
Chez les ovipares, la radiographie permet de voir les œufs, plus précisément, leur 
coquille (Cf. Figure 13). Les œufs des serpents sont beaucoup moins calcifiés que ceux des 
tortues, mais sont tout de même reconnaissables : ils forment un chapelet de formes oblongues, 
de radio-opacité tissulaire et sont situés dans le tiers caudal de la distance rostre-cloaque. Chez 
les serpents ovovivipares, la radiographie permet aussi de distinguer les enveloppes fœtales 
entourées de la membrane fibreuse (souvent moins radio-opaques que les œufs des ovipares (Cf. 
Figure 14)) ainsi que le squelette des fœtus. La radiographie permet alors d’évaluer la taille des 
œufs / fœtus, leur nombre, leur forme et leur intégrité. Elle permet aussi de voir l’éventuelle 
présence d’autres anomalies empêchant le passage des œufs dans l’oviducte comme des 




Figure 13. Radiographies d’un python royal (Python regius) femelle montrant la présence de quatre 
œufs (signalés par les flèches) (Source : Dr Julien Goin). 
 
Figure 14. Radiographies de la cavité cœlomique d’une femelle Boa constrictor présentant une 
rétention fœtale (Source : Dr Julien Goin). 
➢ L’échographie 
Chez les serpents, l’échographie est parfois préférée à la radiographie quand on 
s’intéresse à l’appareil génital car elle permet une bonne exploration des tissus mous. L’animal 
est échographié avec une sonde linéaire ou microconvexe (au choix de l’opérateur) à haute 
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fréquence (7,5 – 12 MHz) pour les individus de moins de 5 kg, alors qu’une sonde de plus basse 
fréquence (3 – 5 MHz) convient chez les plus grands ophidiens. Ici aussi, l’animal n’a souvent 
pas besoin d’être anesthésié ou sédaté, et le positionnement n’est pas problématique. 
Généralement, l’échographie se fait sur la paroi ventrale de la cavité cœlomique. Pour se faire, 
l’individu peut être positionné en décubitus dorsal ou bien sur le ventre si la table est équipée 
d’un trou permettant d’y passer la sonde. Lorsque le serpent est positionné sur le dos, il faut 
faire attention à la pression appliquée par la sonde sur la cavité cœlomique puisqu’elle peut 
déplacer les organes sous-jacents (Welsh, 2011). 
 
Contrairement à la radiographie, l’échographie permet de différencier les ovaires, les 
follicules de différents stades et les œufs/fœtus (Cf. Figure 15) (Gumpenberger, 2017). Les 
ovaires sont anéchogènes alors que l’échogénicité des follicules changent au cours du 
développement. Les follicules pré-ovulatoires sont plutôt anéchogènes et ceux en cours de 
vitellogenèse deviennent plus échogènes. Lors du dépôt des membranes fœtales, les « œufs » 
forment une image en cocarde avec à l’extérieur une couche un peu plus échogène selon le 
degré de calcification de la coquille, puis sous cette couche l’albumen qui est anéchogène, et 
enfin la couche la plus profonde constituée de vitellus à nouveau plus échogène. Les oviductes 
sont aussi visibles par échographie. Ils forment des structures tubulaires avec une paroi 
hyperéchogène, mais sont plus difficiles à voir chez les femelles non gravides. Chez les 
ophidiens ovovivipares, l’échographie permet aussi de visualiser les embryons (Sparkman et 
al., 2018 ; Schilliger, 2004 ; Di Girolamo, Selleri, 2017). 
 
Figure 15. Echographie des follicules d’une femelle Tamnophis à quatre stades de développement 
différents : follicule préovulatoire (signalé par la flèche), vitellogenèse précoce, développement 
embryonnaire intermédiaire et tardif (crâne et squelette de l’embryon visibles et signalés 
respectivement par la flèche et l’accolade) (Sparkman et al., 2018). 
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Bien qu’il y ait des avantages à cette méthode, il existe aussi quelques inconvénients 
dus notamment à la présence d’écailles sur le tégument. En effet chez les plus grandes espèces, 
l’épaisseur des écailles ne permet pas une bonne visualisation échographique à cause des 
nombreux artéfacts produits. De plus, leur disposition forme des poches d’air entre ces dernières, 
qui altère aussi la qualité de l’image. Pour pallier à cela, un bain d’eau tiède peut être donné à 
l’animal pendant 20-30 minutes, ce qui fait légèrement gonfler la peau et réduit ainsi la taille 
des poches d’air. L’échographie peut même être réalisée directement dans le bain (Cf. Figure 
16). De même, pendant le processus de mue, un espace rempli d’air se créé entre l’ancienne et 
la nouvelle peau, empêchant une bonne lecture de l’échographie (Welsh, 2011). 
 
Figure 16. Positionnement d’un Python royal (Python regius) dans un bain d’eau tiède afin de 




➢ La tomodensitométrie 
La tomodensitométrie permet de s’affranchir des problèmes de superposition de la 
radiographie en obtenant une image tridimensionnelle. C’est un examen complémentaire 
beaucoup moins utilisé car il requiert un équipement particulier et un investissement financier 
beaucoup plus important de la part du propriétaire. De plus, cet examen nécessite que l’animal 
reste immobile afin de minimiser les problèmes de résolution et ceci implique généralement de 
devoir sédater voire anesthésier complètement l’animal. Le serpent doit être placé en décubitus 
ventral afin que les organes restent en position physiologique, et de manière à ce que les images 
soient prises du rostre vers la queue. Pour les serpents trop longs pour être placés entiers sur la 
table du scanner, il est nécessaire de tourner l’animal afin de faire un scanner en direction 
postéro-antérieure afin d’avoir la partie caudale de son corps, où se trouve l’appareil génital. 
Les images tomodensitométriques apparaissent généralement similaires aux images 
radiographiques mais avec plus de nuances de gris (Cf. Figure 17). Le scanner peut être utilisé 
en complément de la radiographie afin de mieux localiser les anomalies de l’appareil génital ou 
des œufs / fœtus. Cependant, malgré ses avantages, il ne s’agit pas de l’examen complémentaire 
de choix, notamment à cause de son coût (Welsh, 2011 ; Gumpenberger, 2017). 
 
Figure 17. Image tomodensitométrique transversale d’un python molure (Python molurus) présentant 
une dystocie : (1) Les œufs morts apparaissent plus denses (2) Masses graisseuses (Welsh, 2011). 
➢ L’imagerie par résonance magnétique 
L’imagerie par résonance magnétique (IRM) permet de visualiser les tissus mous ainsi 
que les fluides de manière très précise. Cependant, cette technique présente de nombreux 
inconvénients qui n’en font pas l’examen de choix pour le diagnostic d’une dystocie. Pour 
commencer elle requiert elle aussi un matériel particulier et c’est un examen qui reste encore 
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très peu disponible dans le monde vétérinaire français. De plus, le délai d’acquisition qui peut 
dépasser les 30 minutes nécessite de pratiquer une anesthésie générale sur l’individu. C’est donc 
un examen complémentaire qui demande beaucoup de temps ainsi qu’un investissement 
personnel et financier bien plus important (Welsh, 2011 ; Gumpenberger, 2017). 
➢ L’endoscopie 
La cloacoscopie permet la visualisation directe du cloaque par insertion d’un endoscope 
dans le cloaque. Cette technique requiert elle aussi un matériel particulier mais reste plus 
abordable que l’IRM. Elle n’est pourtant pas un examen de choix pour le diagnostic de dystocie 
en tant que telle. En effet, elle ne permet que la visualisation de l’œufs (ou de la poche fœtale) 
le plus caudale et ne permet pas, contrairement aux autres méthodes, d’avoir une vision plus 
globale du nombre d’œufs et de leur morphologie (Di Girolamo, Selleri, 2017 ; Stahl, 2006). 
III.3.3. Enjeu majeur : ne pas intervenir trop tôt 
Le principal enjeu dans le diagnostic de dystocie chez les ophidiens est de ne pas la 
confondre avec une gestation physiologique. En effet, les deux phénomènes peuvent se 
caractériser par les mêmes signes cliniques (gonflement du tiers caudal du corps, anorexie) et 
il n’est alors pas aisé de différencier une gestation physiologique d’une dystocie. Les signes 
cliniques sont donc à confronter à l’anamnèse et aux commémoratifs : la dystocie est 
diagnostiquée lorsque les signes cliniques sont présents depuis plus longtemps que la gestation 
normale de l’espèce. La connaissance de la biologie de l’espèce est donc indispensable. Et 
même lorsque la date de mise à la reproduction est connue, la date de parturition n’est pas 
évidente à déterminer, les femelles pouvant stocker le sperme et retarder l’ovulation, et la 
gestation pouvant dépendre des facteurs environnementaux surtout chez les ovovivipares. 
Quelques signes évoqués plus tôt peuvent renseigner le propriétaire sur la période de mise bas 
supposée : la mue post-ovulatoire ou encore, la mue de pré-ponte chez les serpents ovipares, le 
regain d’activité ou la visualisation de contractions annonçant la ponte. 
III.4. Diagnostic étiologique de la dystocie 
Une fois la dystocie diagnostiquée il est important de connaître la cause de cette 
affection, afin d’adapter les traitements mis en place. D’autres examens complémentaires 
peuvent donc être utilisés afin, d’une part, de classer la dystocie parmi les deux catégories vues 
précédemment (obstructive ou non obstructive), et d’autre part, de tenter de mettre en évidence 
une cause primaire à cette affection. 
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III.4.1. Imagerie médicale 
En plus de permettre le diagnostic de dystocie chez le serpent, les examens d’imagerie 
médicale utilisés peuvent aussi permettre de connaitre l’étiologie de la dystocie. Ceci est vrai 
surtout pour les dystocies obstructives. 
En effet, l’imagerie permet tout d’abord d’apprécier la morphologie des œufs ou des 
fœtus. Seront donc observés préférentiellement grâce à la radiographie la taille, la forme, 
l’homogénéité et la calcification des œufs (Cf. Figure 18). L’échographie en mode Doppler 
permet aussi de visualiser la viabilité des fœtus chez les femelles ovovivipares. La modification 
de tous ces paramètres peut être à l’origine de dystocie et donnent aussi une indication sur la 
cause primaire de ces malformations (Cf. Tableau 2).  
 
Figure 18. Rôle de la radiographie dans le diagnostic étiologique de dystocie chez un Python royal 
(Python regius) : (A) Radiographie vue de profil ; (B) Œufs retirés après chirurgie du même individu. 




Tableau 2. Causes possibles de dystocies mises en évidence par radiographie (Welsh, 2011). 
Modifications Causes possibles 
Coquilles irrégulières ou calcification 
incomplète 
Trouble du métabolisme calcique ou salpingite 
Coquilles cassées Traumatisme, manipulation, calcification 
incomplète 
Œufs trop larges ou trop nombreux Jeunes individus dont l’alimentation a été trop 
riche avec une maturité sexuelle trop précoce 
Œufs de taille variable Salpingite, œufs restés trop longtemps dans 
l’oviducte, ovulation dans la cavité cœlomique 
Signes de dissolution de la coquille Salpingite, œufs restés trop longtemps dans 
l’oviducte, ovulation dans la cavité cœlomique 
 
L’imagerie peut aussi informer sur l’altération d’autres structures empêchant une 
oviposition ou une parturition correcte. Il peut donc être observé : 
- Des fractures ou malformations osseuses (Cf. Figure 19) notamment au niveau du 
pelvis : ces fractures peuvent elles-mêmes êtres dues à un traumatisme ou à des 
maladies telles que l’ostéite vertébrale déformante ou des déformations du squelette 
d’origine génétique. Dans de très rares cas elles peuvent être associé au syndrome 
de maladie métabolique des os (Schilliger, 2004 ; Welsh, 2011 ; Klaphake, 2010) ; 
 
Figure 19. Radiographies d’un Nerodia fasciata atteint de sévères déformations de la colonne 
vertébrale : (A) placé dans une boîte ; (B) vue dorso-ventrale ; (C) vue de profil (Welsh, 
2011). 
- Des calculs faisant obstruction par compression sur les oviductes : même si ceci est 
plus courant chez des espèces ayant une vessie (comme les chéloniens), les 
ophidiens peuvent développer des calculs urinaires dans les uretères distaux 
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notamment à cause de maladies bactériennes, d’hypovitaminoses ou de forte 
déshydratation. Les calculs de grandes tailles peuvent donc être à l’origine d’une 
compression sur le(s) oviductes(s), obstruant le passage. Ces calculs sont 
essentiellement composés de calcium ou d’ammonium ainsi que d’urates. Ils 
peuvent donc être mis en évidence par radiographie (les calculs de calcium étant 
plus radio-opaques), par échographie et par cloacoscopie (Reavill, Schmidt, 2010 ; 
Holz, 2018). 
 
- Des fécalomes : ils ont des origines multiples et sont souvent liés à des conditions 
de détention inadaptées. Des températures trop basses qui ralentissent le transit, ou 
à l’inverse un chauffage trop élevé par le sol qui assèche les selles, une 
suralimentation ou une ingestion de proies disproportionnées, un état de 
déshydratation (…) sont des facteurs pouvant provoquer une coprostase et la 
création d’un fécalome. Des maladies bactériennes ou parasitaires peuvent aussi 
conduire à l’apparition d’un fécalome. La radiographie est à nouveau un examen de 
choix pour mettre en évidence cette affection. Elle peut être réalisée avec ou sans 
transit baryté. Le transit baryté permet de bien mettre en évidence la coprostase et 
sa localisation (Cf. Figure 20), mais il est laborieux à réaliser sur les serpents du fait 
de leur temps de digestion qui peut être de plusieurs jours (Schilliger, 2004 ; Sykes, 
2010). 
 
Figure 20. Radiographie de profil d’un boa (espèce inconnue) femelle gravide (flèches) : la 
baryte met en évidence un fécalome (accolade) (Sykes, 2010). 
- Des masses extra ou intra génitales : il peut s’agir de tumeurs du tractus génital ou 
digestif, ou bien d’abcès profonds ou péri-cloacaux, à l’origine d’une gêne 
mécanique. Une fois encore, ces masses peuvent être détectables à la radiographie 




Figure 21. Radiographie dorso-ventrale d’un Boa constrictor une heure après injection intra-
cloacale de produit de contraste iodé (2) mettant en évidence un abcès péri-cloacal (1) 
(flèches) (Welsh, 2011). 
- Des salpingites : d’origines bactériennes, elles peuvent être diagnostiquées par 
échographie montrant une augmentation de l’épaisseur des parois de l’oviducte qui 
se collabent autour des œufs (Portas, 2018b). 
III.4.2. Analyse des facteurs environnementaux 
En l’absence de cause évidente, il faut revoir en détail les commémoratifs et notamment 
les conditions d’élevage et de détention. En effet, certains paramètres doivent être modifiés 
avant d’envisager un traitement médical ou chirurgical. Voici quelques exemples : 
- Si la femelle est maintenue en captivité avec un autre individu, le propriétaire peut 
d’abord tenter de la mettre seule dans un terrarium, afin d’agrandir son espace et de 
diminuer toute source de stress ; 
- Si la femelle ne possède pas de lieu de ponte, le propriétaire peut lui en fournir un 
afin de voir si cela la stimule ; 
- Si la température du terrarium est inadaptée il est préférable de la modifier, afin 
d’améliorer le confort de l’animal (Hedley, 2016). 
III.4.3. Bilan sanguin 
En cas de dystocie, un bilan hématologique et biochimique complet est fortement 
conseillé pour préciser l’état général de l’animal. 
Chez les ophidiens, le volume sanguin ponctionné ne doit pas excéder 1% du poids total 
de l’animal. La ponction peut se faire à la veine ventrale coccygienne (aussi appelée veine 
ventrale caudale) ou directement dans l’unique ventricule cardiaque (cardiocentèse). La veine 
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ventrale caudale longe ventralement les corps vertébraux coccygiens (Cf. Figure 22). L’accès 
se fait sur la ligne médiale de la face ventrale de la queue entre le premier quart et la moitié de 
la longueur de la queue (Cf. Figure 23). Pour les individus dont la queue est trop courte, la 
cardiocentèse peut être préférée. Le cœur est alors repéré visuellement ou par palpation à une 
distance d’environ 15 à 25% de la longueur totale du corps chez les serpents terrestres et jusqu’à 
50% chez les serpents aquatiques (Schilliger, 2004 ; Vinette Herrin, 2018). 
 
Figure 22. Localisation de la veine ventrale coccygienne (vvc) chez les ophidiens (Schilliger, 2004). 
 
Figure 23. Prise de sang à la veine ventrale coccygienne chez une femelle Boa constrictor (Source : 




 Les analyses hématologiques et biochimiques donnent plusieurs informations quant à 
l’état de l’individu et peuvent aussi orienter le clinicien sur la cause primaire de la dystocie ou, 
du moins, sur des facteurs prédisposant à cette affection (Cf. Tableau 3 et Tableau 4). Ces 
examens permettent donc d’apprécier (Thrall, 2004 ; Schilliger, 2004) : 
- L’état d’hydratation ; 
- Une malnutrition ; 
- Une anémie pouvant être causée notamment par une parasitémie importante, une 
septicémie ou une néoplasie ; 
- Un phénomène inflammatoire dû à un abcès, une salpingite ou une septicémie ; 
- Une parasitémie ; 
- Des troubles du tractus urinaire ; 
- Des troubles du métabolisme calcique. Ils sont plutôt décrits chez les sauriens et les 
chéloniens mais quelques rares cas ont été rapportés chez les ophidiens (Klaphake, 
2010). 
Tableau 3. Modifications de certains paramètres biochimiques au cours de différentes affections 















































Tableau 4. Modifications de certains paramètres hématologiques au cours de différentes affections : 
(Ht) Hématocrite, (Hb) Hémoglobinémie (Thrall, 2004 ; Schilliger, 2004). 
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III.5. Prise en charge thérapeutique 
Même si la dystocie est rarement une urgence vitale chez les serpents, il est important de 
traiter l’animal rapidement afin de diminuer le risque de complications et d’optimiser le 
pronostic pour la femelle comme pour la portée. Il existe différents types de traitements et le 
choix entre ces multiples possibilités dépend à la fois de l’étiopathogénie de la dystocie et du 
moment d’intervention. Bien que beaucoup d’ophidiens soient dans un état général convenable 




III.5.1. Stabilisation médicale du patient 
➢ Fournir un environnement adapté 
Accueillir un serpent dans une clinique nécessite d’avoir du matériel et des locaux 
adaptés afin de le traiter et de l’hospitaliser dans les meilleures conditions. 
Les salles de consultation nécessitent d’être suffisamment chauffées et les accès 
sécurisés afin de limiter les risques de blessure ou de fuite. Une salle d’hospitalisation consacrée 
aux reptiles doit être aménagée et séparée du chenil et de la chatterie. Dans ces salles, des 
couveuses ou des vivariums sécurisés permettent d’accueillir un serpent. Les vivariums doivent 
être chauffés (à une température adaptée à l’espèce hospitalisée) avec une lampe chauffante, un 
tapis chauffant ou encore, des cordons chauffants, pour créer une zone chaude et une zone plus 
froide permettant au serpent de choisir sa température optimale. Il faut privilégier des vivariums 
simples, sans décoration avec un substrat simple comme du papier journal ou du papier essuie-
tout. Il doit cependant comporter au moins une cachette afin de limiter le stress de l’animal et 
un abreuvoir et surtout une boîte de ponte. 
D’autre part, du matériel spécifique peut être nécessaire. Le clinicien peut avoir besoin 
de matériel de contention comme des gants, serviettes éponges, crochet à manipulation ou tube 
en plexiglas pour les ophidiens venimeux. Afin de mener à bien la consultation, il peut être utile 
de disposer d’une balance de précision, ainsi que de matériel permettant d’ouvrir la bouche du 
serpent (ouvre-bec métallique ou abaisse-langue en bois par exemple) et de mesurer la 
température corporelle (thermomètre digital à sonde ou thermomètre infrarouge sans contact) 
(Quinton, Bulliot, 2015). 
 
➢ Traiter l’hypothermie 
Les ophidiens sont des animaux dont la température corporelle est variable et dépend de la 
température extérieure : ils sont ectothermes et poïkilothermes. Ils possèdent donc un intervalle 
de températures pour lequel leur métabolisme est optimal : il s’agit de la Zone de Températures 
Optimales (ZTO) aussi appelée Température Moyenne Préférée (TMP). Pour chaque espèce 
sont aussi définies une Température minimale Critique (TmC) et une Température Maximale 





Figure 24. Activité métabolique des reptiles en fonction de la température ambiante (Schilliger, 
2004). 
Les femelles souffrant de dystocie peuvent présenter une hypothermie, c’est-à-dire, une 
température corporelle en dessous de leur ZTO, voire de leur TmC. Il faut donc réchauffer 
l’animal jusqu’à sa ZTO et même un peu au-dessus afin de stimuler la réponse immunitaire et 
d’accélérer la cicatrisation. Pour cela, l’animal peut être placé dans une couveuse thermostatée 
ou dans un vivarium chauffé de manière homogène. Lorsque l’individu a atteint sa TMP, il peut 
être placé dans un vivarium avec un gradient de température (Quinton, Bulliot, 2015). 
 
➢ Traiter la déshydratation 
 Au cours de l’examen clinique et de la réalisation des examens complémentaires, le 
clinicien peut objectiver une déshydratation nécessitant une prise en charge. Pour cela il est 
nécessaire de qualifier le type de déshydratation et de quantifier son importance. Ce sont les 
commémoratifs qui permettront de qualifier le type de déshydratation : 
- Hypertonique : accès réduit à l’eau, prise de boisson impossible ; 
- Isotonique : hémorragie, diarrhée, brûlures, anorexie de courte durée ; 
- Hypotonique : anorexie de longue durée. 
L’importance de la déshydratation est notée en pourcentage selon les signes cliniques 
présentés dans le Tableau 5. D’autres signes cliniques comme l’aspect terne des écailles ou la 




Tableau 5. Evaluation de la déshydratation chez les serpents (Quinton, Bulliot, 2015). 
Pourcentage de déshydratation Signes cliniques 
< 5 Examen normal 
5 Muqueuses sèches 
Début de fausses membranes buccales 
Anomalie de mue 
6 – 8 Accentuation des signes précédents 
Peau plissée 
8 – 12 Accentuation des signes précédents 
Apathie profonde 
Le choix du soluté pour réhydrater les reptiles est sujet à discussion. De nombreux 
auteurs soutiennent l’idée que l’osmolarité du plasma des reptiles étant inférieure à celle des 
mammifère, une solution de chlorure de sodium 0,9% (NaCl 0,9%) serait hypertonique et 
risquerait d’entrainer une déshydratation intracellulaire. D’autres auteurs pensent que ce 
postulat n’est pas complètement recevable car les serpents sont capables de tolérer de sévère 
déshydratation et donc des gammes d’osmolarité étendues. Le soluté est donc choisi en fonction 
du type de déshydratation rencontré (Cf. Tableau 6). 
Tableau 6. Choix du soluté de réhydratation en fonction du type de déshydratation (Quinton, Bulliot, 
2015). 
Type de déshydratation Soluté recommandé 
Hypertonique NaCl 0,18% 
Glucose 4% (à administrer lentement pour 
éviter le risque d’œdème cérébral) 
Isotonique NaCl 0,9% 
Sang total en cas d’hémorragie 
Ringer Lactate (RL) en cas de diarrhée 
Hypotonique NaCl 0,9% 
Mélange NaCl 0,9% + glucose 5% ou RL + 
glucose 5% 
Le volume de fluide à administrer est de 10 à 30 mL/kg/j et ne doit pas dépasser 40 
mL/kg/j afin d’éviter les risques d’hypervolémie. Pour calculer plus précisément la quantité de 
fluide à administrer il faut additionner : 
- Les besoins quotidiens de l’animal : 1 à 2% du poids corporel ; 
- Les besoins supplémentaires engendrés par les pertes : par exemple 0,5% du poids 
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corporel sur la journée en cas de diarrhée importante ; 
- Le déficit hydrique estimé par le pourcentage de déshydratation clinique. 
 
Enfin, il y a plusieurs voies d’administration utilisables pour réhydrater un serpent. Pour 
chacune de ces voies, il est nécessaire de chauffer le soluté à la température optimale du patient. 
Un serpent peut donc être réhydraté par voie : 
- Orale : cette voie est idéale pour une réhydratation rapide mais est réservée aux 
ophidiens faiblement déshydratés et stabilisés. Pour cela, des seringues ou des 
sondes de gavages sont utilisables, et le volume à administrer ne doit pas dépasser 
2% du poids corporel par prise (capacité maximale de l’estomac). Il est aussi 
possible de placer le serpent dans un bain d’eau tiède ce qui stimule la prise de 
boisson ; 
- Sous-cutanée : l’administration de bolus de grand volume est limitée à cause du 
manque d’élasticité de la peau des ophidiens. Plusieurs petits boli injectés dans la 
paroi latérale du corps sont donc privilégiés ; 
- Intra-cœlomique : c’est une voie intéressante pour une réhydratation rapide. Elle se 
fait dans le tiers caudal du corps, entre les écailles ventrales et les écailles latérales. 
Elle doit cependant être réalisée avec précaution afin de ne pas léser les sacs aériens 
parfois présents très caudalement chez certains ophidiens. 
- Intraveineuse : via un cathéter, le soluté peut être injecté dans la veine jugulaire 
droite ou dans l’unique ventricule après cardiocentèse. Cette méthode nécessite 
cependant une anesthésie générale afin de poser le cathéter (Quinton, Bulliot, 2015 ; 
Music, Strunk, 2016 ; Schilliger, 2004). 
 
➢ Prise en charge de l’analgésie 
La perception de la douleur chez les reptiles a longtemps été débattue, les auteurs ne sachant 
pas si les signes exprimés ne sont que des réflexes à un stimulus délétère, ou si les reptiles sont 
capables de « ressentir » véritablement la douleur. Aujourd’hui, il est communément supposé 
que les reptiles perçoivent la douleur et qu’ainsi, l’analgésie fait partie intégrante de la prise en 
charge thérapeutique. Voici quelques signes pouvant évoquer la douleur chez les serpents : 
- Diminution de la prise de nourriture ; 
- Diminution de l’activité ; 
- Moindre tendance à s’enrouler ; 
- Modification du comportement : agressivité ou au contraire, passivité. 
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Le tableau suivant (Tableau 7) regroupe des molécules communément utilisées en 
pratique chez les mammifères, mais appliqué à l’analgésie chez les serpents. 
Tableau 7. Protocoles analgésiques et intérêts dans la gestion de la douleur chez les 
ophidiens. (AINS) anti-inflammatoire non stéroïdien, (SC) sous-cutané, (IM) intramusculaire, 












Buprénorphine SC, IM 0,02 – 0,1 q24h Efficacité non prouvée 
Butorphanol SC, IM 0,4 – 8 ADD Efficacité questionnable 
Fentanyl Transdermique 2,5 – 12,5 
µg/h 
1 patch pour 
24 à 72h 
Absorption prouvée chez 
des Pythons regius et des 
Pantherophis guttatus 





Meloxicam SC, IM, IV, PO 0,2 – 0,3 ADD Valence anti-
inflammatoire mais 






Médétomidine SC, IM 0,05 – 0,3 ADD Extrapolation à partir des 
mammifères (efficacité 
non testée) 
 Kétamine SC, IM, IV 2 ADD 
Midazolam SC, IM 1 – 2 ADD 
Il existe encore très peu d’informations sur l’analgésie des ophidiens et l’efficacité des 
différentes molécules. Les posologies sont donc extrapolées de celles connues pour les 
mammifères ou certaines espèces de reptiles. Pour le moment, le patch de fentanyl semble être 





III.5.2. En cas de dystocie obstructive : lever l’obstruction 
Dans le cas des dystocies obstructives dont la cause est identifiée, il faut essayer de 
traiter l’obstruction si cela est possible, afin de permettre l’expulsion naturelle des œufs/fœtus. 
Si le passage des œufs/fœtus est obstrué par un fécalome, le traitement consiste à faire 
prendre un bain d’eau tiède, deux à trois fois par jour, qui permet une réhydratation cloacale et 
un ramollissement des selles. En cas d’échec, il est possible de faire avaler de l’huile de 
paraffine à raison de 1 mL/kg avec une sonde de gavage. Si l’animal n’est pas anorexique, 
l’huile de paraffine peut être injectée dans une proie avant le nourrissage. Si ces techniques sont 
infructueuses, le traitement sera alors chirurgical. 
Dans le cas où l’obstruction est causée par un œuf de taille ou de forme anormale, une 
ovocentèse peut être tentée en première intention (Cf. III.5.5). 
Enfin, si l’obstruction est due à des malformations du bassin ou des oviductes, ou à des 
masses, le traitement de la dystocie est chirurgical (Cf. 63III.5.6) (Meredith, British Small 
Animal Veterinary Association, 2002 ; Schilliger, 2004). 
 
Dans les autres cas, et pour les dystocies non obstructives, les possibilités ci-dessous 
s’offrent au clinicien. 
III.5.3. Traitement médical 
Il s’agit de stimuler les contractions de l’oviducte par l’injection de calcium et 
éventuellement d’hormones. Cette méthode est indiquée en cas de dystocie non obstructive 
seulement. De plus, ce traitement est à privilégier si la femelle a commencé à 
l’oviposition/parturition, ou présente un comportement annonçant la ponte dans les 48 à 72 
heures. Ce délai passé, l’efficacité de cette méthode est grandement diminuée, bien qu’elle ait 
déjà fonctionné chez un Boa arc-en-ciel (Epicrates cenchria cenchria) une semaine après qu’il 
ait débuté la parturition (Lock, Bennett, 1998). 
 
En pratique, l’hormone utilisée est l’ocytocine. Elle est injectée par voie intramusculaire 
et les posologies varient selon les auteurs de 0,4 à 10 UI/kg voire jusqu’à 20 UI/kg de manière 
plus anecdotique. Il est conseillé de commencer par la plus petite dose, puis d’augmenter selon 
la réponse clinique. Les injections peuvent être répétées deux à trois fois toutes les six à douze 
heures. Après cela, les chances de succès du traitement sont très réduites. L’efficacité du 
traitement à l’ocytocine serait aussi augmentée lorsqu’elle est précédée d’une injection 
intramusculaire de gluconate de calcium de 150 à 300 mg/kg. Cette injection de calcium 
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pourrait même suffire à elle seule à stimuler les contractions utérines (Raiti, 2000 ; Di Girolamo, 
Selleri, 2017). 
Lors du traitement, la femelle doit être placée au calme, dans un vivarium chauffé à sa 
ZTO et avec la présence d’une boîte de ponte. Certains auteurs conseillent de précéder les 
injections d’une réhydratation afin de fluidifier le mucus utérin et faciliter le passage des 
œufs/fœtus. 
En théorie, l’arginine vasotocine, hormone à activité ocytocique et naturellement 
présente chez les ophidiens, est aussi utilisable à une posologie de 0,01 à 1 µg/kg. Elle serait 
plus efficace que l’ocytocine, puisque les oviductes des serpents y sont dix fois plus sensibles. 
Cependant c’est une hormone qui est pour l’instant utilisée uniquement dans le domaine de la 
recherche. Il est donc très compliqué de s’en procurer et son coût est bien plus élevé. C’est aussi 
une hormone très instable et donc difficile à conserver. Pour ces raisons, elle est encore très peu 
utilisée (DeNardo, 2006b). 
 
Les principaux risques de ce traitement apparaissent lorsqu’il est utilisé chez des 
femelles atteintes de dystocie obstructive. En effet, l’augmentation des contractions sur un 
oviducte obstrué augmente la pression appliquée sur les œufs/fœtus. Il peut en résulter une 
rupture de l’oviducte, une hémorragie, une fracture des œufs ou une cœlomite, pouvant mener 
au décès de l’animal (Morgan, 1988 ; Lock, Bennett, 1998 ; Stahl, 2015). 
 
La littérature rapporte l’utilisation d’autres molécules afin d’induire l’oviposition chez 
certaines espèces de reptiles : le propranolol et la prostaglandine F2α (PGF2α). Des études ont 
montré que des espèces de chéloniens et de sauriens présentent des concentrations plasmatiques 
élevées en PGF2α au moment de l’oviposition suggérant un rôle important de cette hormone lors 
de la mise-bas. De plus, des expériences menées sur des Sceloporus jarrovii ont mis en évidence 
que l’injection d’arginine vasotocine provoque une augmentation de la concentration 
plasmatique en PGF2α ce qui renforce l’idée du rôle de la PGF2α dans la stimulation de 
l’oviposition (Gist, 2011). L’utilisation de propranolol (stimulant la production et l’effet de la 
PGF2α) suivie de PGF2α a été testée avec succès dans le traitement de dystocie chez des S. 
jarrovii mais n’a pas fonctionné chez un Iguane commun (Iguana iguana) (Innis, 1996). 
L’utilisation de prostaglandines après ovocentèse percutanée chez un Python tacheté (Antaresia 
maculosa) a permis de traiter la dystocie. Cependant, il est impossible de savoir si cette réussite 
est attribuée à l’ovocentèse et/ou à l’utilisation de prostaglandines (Nathan, 1996). L’efficacité 
de ce traitement médical reste donc encore à explorer chez les ophidiens. 
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III.5.4. Extraction manuelle 
L’extraction manuelle est surtout utilisée chez les serpents ovipares et consiste à faire 
progresser l’œuf le long de l’oviducte et à l’extraire du cloaque par palpation/pression. Elle est 
praticable en cas de dystocie non obstructive, lorsqu’il reste un ou deux œufs coincés 
distalement dans l’oviducte. Comme le traitement médical, cette technique a une fenêtre 
d’efficacité réduite. En effet, si un œuf reste bloqué trop longtemps dans l’oviducte, une couche 
de fibrine se forme autour de sa coquille, qui adhère à la paroi de l’oviducte, rendant la 
mobilisation de l’œuf difficile. Pour cette raison, l’extraction manuelle ne doit pas être tenter 
plus de 48 à 72 heures après le début de la ponte. 
 
Pour pratiquer une extraction manuelle, il est nécessaire que la femelle soit anesthésiée 
afin d’avoir une relaxation musculaire complète (Cf. III.5.6). Il faut ensuite placer son doigt sur 
la paroi ventrale, crânialement à l’œuf, et le faire glisser par une légère pression, délicatement 
jusqu’au cloaque. Une fois que l’œuf est visualisable au niveau du cloaque, le clinicien peut 
l’extraire manuellement avec une dernière pression, ou bien peut s’aider de forceps. Si l’œuf 
reste bloqué, le praticien peut alors aspirer le contenu de l’œuf par ovocentèse à travers le 
cloaque puis le faire imploser afin de permettre son extraction. 
Il est possible de pratiquer une cloacoscopie avant d’intervenir. Cet examen d’imagerie 
permet d’une part de visualiser le cloaque et l’aspect distal des oviductes ainsi que l’œuf retenu, 
et d’autre part d’envoyer un flux de solution saline qui diminue l’adhérence de l’œuf à la paroi 
de l’oviducte et permet de dilater l’oviducte. Pour cela, un endoscope rigide de 2,7mm de 
diamètre avec une gaine protectrice de 3,5 mm peut être utilisé. Chez les petits serpents il est 
possible d’utiliser un endoscope rigide de 1,9mm de diamètre, alors que chez les très grands 
serpents, un endoscope flexible est à privilégier. L’animal est placé en décubitus ventral ou 
dorsal et devra être retourné pendant l’examen afin d’avoir une visualisation complète du 
cloaque. Un flux de solution saline (NaCl 0,9%) tiédie (30°C) est injecté à un débit d’environ 
une goutte toutes les trois à quatre secondes. Il est alors possible d’identifier l’œuf ou le fœtus 
coincé et de le déplacer délicatement avec l’endoscope ou avec des forceps. 
 
Tous les auteurs s’accordent pour dire qu’il faut être très prudent avec l’extraction 
manuelle qui peut être délétère pour la femelle. En effet, il n’est pas inhabituel d’avoir des 
dommages sur les tissus mous comme un prolapsus ou une rupture de l’oviducte (Cf. Figure 
25). Le risque est d’autant plus grand si la dystocie est causée par un œuf de grande taille 
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obstruant le passage. L’extraction manuelle présente alors un haut risque de rupture de 
l’oviducte. Une cœlomite est aussi possible en cas de rupture de l’oviducte et de fracture de 
l’œuf (DeNardo, 2006b ; Sykes, 2010 ; Stahl, 2015 ; Di Girolamo, Selleri, 2017). 
 
Figure 25. Extraction manuelle d’un œuf (espèce inconnue) avec prolapsus cloacal (DeNardo, 
2006b). 
III.5.5. Ovocentèse percutanée 
L’ovocentèse percutanée est l’extraction du contenu de l’œuf à travers la peau grâce à 
une aiguille (Cf. Figure 26). C’est donc une méthode utilisable chez les serpents ovipares 
seulement. Elle est préconisée lors de dystocie obstructive causée par un œuf de taille 
augmentée ou de forme anormale obstruant le passage de l’oviducte. Il est préférable de 
pratiquer cette technique dans les 48 heures après le début de l’oviposition, et lorsque l’œuf 
obstruant le passage se situe assez bas dans l’oviducte. 
 
Comme pour l’extraction manuelle, cette pratique doit être effectuée sur une femelle 
correctement anesthésiée. La zone d’insertion de l’aiguille est aseptisée et l’œuf à réduire est 
plaqué contre la paroi latérale du corps. Le contenu est alors aspiré avec une aiguille de 20 à 22 
gauge insérée entre la première et la deuxième rangée d’écailles latérales afin de ne pas léser la 
veine abdominale ventrale. L’œuf s’affaisse sur lui-même ce qui réduit sa taille et permet à la 
femelle réveillée de reprendre une oviposition naturelle. Si le praticien est sûr qu’il n’y a pas 
d’autre obstruction, une injection d’ocytocine peut être administrée afin de stimuler la 
contraction des oviductes et accélérer la ponte. En cas d’absence de ponte dans les 48 heures 
après l’ovocentèse percutanée il est recommandé de passer à un traitement chirurgical. 
 
Cette méthode est mise en échec si elle est tentée plus de trois jours après le début de la 
ponte. En effet, le contenu de l’œuf bloqué se solidifie et il devient impossible à extraire par 
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aspiration. De plus, après plusieurs jours d’obstruction, même si le contenu ne s’est pas solidifié, 
une couche de fibrine peut se former autour de la coquille et empêcher l’expulsion naturelle 
après ovocentèse par adhérence à la paroi de l’oviducte. 
Le risque majeur associé à l’ovocentèse percutanée est la fuite du contenu de l’œuf dans 
l’oviducte ou dans la cavité cœlomique pouvant alors mener à une salpingite ou une cœlomite 
(Di Girolamo, Selleri, 2017 ; Stahl, 2015 ; DeNardo, 2006b ; Stahl, 2002). 
 
Figure 26. Rétention d’œuf chez un Serpent-Ratier (Orthriophis taeniurus) : une ovocentèse 
percutanée (A) puis cloacale (C) ont permis d’extraire manuellement (D) l’œuf coincé (Source : Dr 
Julien Goin). 
III.5.6. Traitement chirurgical 
Le traitement chirurgical consiste à retirer les produits dystociques par incision de 
l’oviducte. Cette technique est recommandée lorsque les traitements précédents ont échoué, ou 




Tout au long de l’anesthésie, l’animal doit être placé dans les valeurs hautes de sa ZTO afin 
qu’il métabolise puis excrète rapidement les molécules anesthésiques injectées, mais aussi pour 
stimuler son système immunitaire. Pour cela, un tapis chauffant recouvert d’une alaise peut être 
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mis sous l’animal pendant l’intervention. Le protocole anesthésique doit aussi prendre en 
charge l’analgésie pendant toute la durée de l’intervention (Cf. III.5.1). 
 
L’induction de l’anesthésie chez les ophidiens peut se faire de deux façons : par voie 
injectable ou par voie volatile. L’induction par voie injectable se fait avec du propofol ou de 
l’alfaxalone en voie intraveineuse par intracardiaque ou par la veine ventrale coccygienne. Cette 
dernière voie est la plus utilisée en cas de dystocie, car les femelles ont généralement une taille 
suffisante et donc un accès à la veine ventrale coccygienne facilité. L’alfaxalone peut aussi être 
injectée en intramusculaire dans le tiers crânial de l’animal (James et al., 2018). 
Il est aussi possible d’induire l’animal au gaz anesthésique. Pour cela, deux options : 
- La femelle est placée dans une cage à induction à isoflurane ou sévoflurane ou bien 
dans un tube de plexiglas ; 
- La femelle est directement intubée et induite au gaz anesthésique par voie 
endotrachéale. Pour cela, il est quand même conseillé de sédater l’animal au 
préalable, afin de diminuer le stress provoqué par la manipulation et pour la sécurité 
du clinicien. 
L’induction au gaz anesthésique peut parfois prendre du temps. En effet, les ophidiens 
supportent bien l’hypoxie et sont donc capables de faire une apnée rendant l’induction volatile 




Tableau 8. Molécules utilisables dans les protocoles anesthésiques des ophidiens. (SC) sous-cutané ; 













Midazolam SC, IM 1-2 Sédation légère 




SC, IM 2-5 Sédation légère à modérée 
Permet l’intubation 
Kétamine SC, IM 5-10 Sédation légère à modérée 
Permet l’intubation 








Propofol IV, IC 3-10 Induction 
Maintien avec anesthésique volatil 
Alfaxalone IV, IM 9 Anesthésie légère 
Permet l’intubation 
Isoflurane Inhalation 2-5 % Induction à 5% puis maintenance à 2-3% 
Sévoflurane Inhalation 2,5-8% Induction à 7-8% et maintenance à 2,5-
4,5% 
Une fois induits, il n’est pas rare que les ophidiens fassent des apnées dues à la 
myorelaxation des muscles (notamment les muscles lisses des parois latérales et les muscles 
intercostaux qui permettent la respiration). Pour cette raison, il est nécessaire d’intuber l’animal 
et de le ventiler pendant toute la durée de l’intervention. De plus, l’intubation endotrachéale est 
assez aisée chez les ophidiens, la glotte se situant crânialement à la base de la langue (Cf. Figure 
27). Le maintien de l’anesthésie se fait donc généralement par anesthésie gazeuse jusqu’à la fin 




Figure 27. Visualisation de la glotte (flèche) chez une Elaphe obsoleta (Pantherophis obsoletus 
obsoletus) (A), et intubation endotrachéale d’un Acrantophis madagascariensis (B) (Longley, 2008). 
 
➢ Chirurgie : salpingotomie, salpingectomie ou ovariosalpingectomie 
En général, une salpingotomie suffit pour retirer les œufs/fœtus coincés. Cette pratique 
permet de conserver la fonction reproductrice de la femelle. Cependant, c’est l’état des tissus 
observés au cours de la cœliotomie qui permettra de choisir entre ces différentes techniques 
chirurgicales. En effet, si l’oviducte est déchiré, s’il y a une inflammation excessive, ou s’il y a 
une salpingite ou une cœlomite associée, il est alors préférable de pratiquer une salpingectomie, 
voire une ovariosalpingectomie. 
 
La chirurgie commence par une cœliotomie. L’animal est placé en décubitus dorsal et 
l’incision est faite en regard des œufs/fœtus coincés. Selon la taille de l’espèce et le nombre 
d’œufs/fœtus dystociques, il peut être nécessaire de faire plusieurs cœliotomies afin de tous les 
retirer. La voie d’abord est paraventrale : l’incision se fait entre la première et la deuxième 
rangée d’écailles latérales (Cf. Figure 28). Une fois la cavité cœlomique ouverte, les tissus sont 
inspectés afin d’identifier la présence d’une cœlomite, d’une salpingite, d’une déchirure des 




Figure 28. La cœliotomie s’aborde par voie paraventrale : la peau de cette Pantherophis guttatus est 
incisée entre la première et la deuxième rangée d’écailles latérales (flèches) (Di Girolamo, Mans, 
2016). 
Si les tissus sont sains, une salpingotomie est effectuée. L’oviducte concerné est donc 
extériorisé de la cavité cœlomique et incisé en regard des œufs/fœtus dystociques qui peuvent 
alors être retirés. Si d’autres œufs/fœtus sont coincés dans le même oviducte, le chirurgien peut 
tenter de les déplacer délicatement jusqu’à l’incision afin de les sortir. Si ces derniers ont adhéré 
à la paroi de l’oviducte, il est nécessaire de faire plusieurs incisions (Cf. Figure 29). L’oviducte 
est ensuite suturé avec un fil monofilament résorbable en réalisant des points inversants. 
 
Figure 29. Deux œufs sont restés coincés chez cette Pantherophis guttatus (A). Une salpingotomie a 
été réalisée en regard du premier œuf (B). L’impossibilité de faire passer le deuxième œuf par la même 
incision a obligé le praticien à fermer la première incision (C) et à en faire une deuxième en regard de 
l’œuf restant (D) (Source : Dr Julien Goin). 
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En cas de nécessité, le chirurgien peut réaliser une salpingectomie uni- ou bilatérale. Il est 
recommandé de retirer l’ovaire ipsilatéral (ovariosalpingectomie) car sa persistance peut mener 
à une ovulation dans la cavité cœlomique, ou bien à un enkystement ou une tumorisation de 
l’ovaire. L’ovaire et le mésovarium sont alors délicatement extériorisés et les vaisseaux 
alimentant les ovaires sont ligaturés (Cf. Figure 30). L’oviducte est ligaturé le plus caudalement 
possible et retiré. 
 
Figure 30. Après une deuxième rétention d’œufs chez cette Pantherophis guttatus (A), il a été décidé 
de pratiquer une ovariosalpingectomie bilatérale (B) afin d’éviter les récidives. La grappe ovarienne 
(C) contenait plusieurs petits follicules (flèches) (Source : Dr Julien Goin). 
Une fois les œufs/fœtus retirés, il faut refermer la cavité cœlomique et suturer la peau. Chez 
les ophidiens, la membrane cœlomique et la paroi musculaire sont fragiles, la suture cutanée est 
donc très importante. Chez des serpents de taille moyenne, la membrane cœlomique et la paroi 
musculaire peuvent être suturées ensemble en un surjet simple avec un fil monofilament 
résorbable. La peau est ensuite suturée avec un fil monofilament non-résorbable en faisant des 





Figure 31. Aspect de la suture cutanée (flèches) après cœliotomie chez une Pantherophis guttatus (Di 
Girolamo, Mans, 2016). 
➢ Prise en charge post-opératoire 
Après la chirurgie, la femelle doit être hospitalisée et maintenue dans les valeurs hautes 
de sa ZTO. L’analgésie est poursuivie et une antibiothérapie peut être mise en place. Les points 
cutanés sont retirés après six à huit semaines.  
Il est assez rare que les œufs/fœtus dystociques soient encore viables, surtout si la dystocie 
dure depuis plus de deux jours. S’ils sont jugés viables, ils doivent immédiatement être placés 
dans un incubateur, les paramètres d’incubation dépendant de l’espèce en question. 
 
Figure 32. Enveloppes fœtales extraites par ovariosalpingectomie d’une Boa imperator : l’aspect est 





Tableau 9. Tableau récapitulatif des différents traitements, de leurs conditions d’application, de leur 
mise en pratique et des risques associés. 






-Dystocie NON obstructive 
-Dans les 48h après le début 
de la ponte/parturition 
-Gluconate de calcium : 150-
300 mg/kg IM 
-Ocytocine : 0,4-20 UI/kg IM, 
répétable 2-3 fois à 6-12h 
d’intervalle 
-Arginine vasotocine : 0,01-1 
µg/kg IM 
-Fracture de l’œuf 
-Cœlomite 
















 -Dystocie NON obstructive 
et assez distale 
-Serpent ovipare avec peu 
d’œufs coincés 
-Dans les 48h après le début 




-Rupture de l’oviducte 











causée par un œuf de 
grande taille 
-Serpent ovipare 
-Dans les 48-72h après le 
début de la ponte 
-Anesthésie 
-Ponction percutanée ou 
percloacale 
(-Ocytocine) 
-Fuite du contenu de l’œuf 













-Echec des traitements 
précédents 
-Anesthésie 
-Salpingotomie : tissus sains 
et volonté de garder la 
fonction reproductrice 
-(Ovario)salpingectomie : 









III.6. Prévention : gestion de la reproduction en captivité 
Comme il a été mentionné précédemment, les facteurs environnementaux et les conditions 
d’élevage peuvent être des sources de stress pour l’animal pouvant mener à des dystocies 
lorsqu’ils ne sont pas adaptés à l’espèce. Il est ainsi primordial d’offrir à l’animal les conditions 
les plus proches de son milieu naturel. 
III.6.1. Conditions de vie adaptées à l’espèce 
Les conditions de vie sont très diverses selon les espèces. Certaines viennent d’un milieu 
tempéré, d’autres sont des espèces tropicales ou encore désertiques. Considérant cette grande 
diversité, cette partie ne présente pas toutes les conditions nécessaires de manière exhaustive, 
mais néanmoins voici quelques points que le propriétaire doit respecter. 
 
Tout d’abord la forme du terrarium doit être adaptée au mode de vie du serpent. Pour 
des espèces fouisseuses ou terrestres, une grande surface est à privilégier, alors que pour des 
espèces arboricoles, c’est une certaine hauteur qui est recherchée. La taille doit être adaptée à 
la taille de l’espèce et au nombre d’animaux. Plusieurs critères simples existent pour choisir la 
taille d’un terrarium : certains considèrent que la longueur du terrarium doit être égale aux deux 
tiers de la longueur du serpent alors que d’autres considèrent que la diagonale du terrarium doit 
être égale à la longueur du serpent. 
La cohabitation entre serpents ne doit se faire qu’avec des individus d’une même espèce 
et doit être compatible avec leur mode de vie. Il est par exemple préférable de ne pas mettre 
plusieurs serpents ophiophages dans un même terrarium. Lorsque que plusieurs individus 
vivent ensemble, il faut un terrarium assez grand pour permettre l’établissement d’une 
territorialité. 
 
Plusieurs paramètres d’ambiance du terrarium sont à contrôler : 
- La température proposée doit permettre au serpent de réguler sa température 
interne et de se maintenir dans sa ZTO. Il ne s’agit donc pas de chauffer de manière 
homogène le terrarium, mais au contraire, de créer un gradient de température avec 
un point chaud et un point froid. Ces températures dépendent de l’espèce élevée. 
Toujours dans l’optique de reproduire le mieux possibles les conditions de vie de 
l’animal, il est nécessaire d’abaisser la température la nuit et il est aussi recommandé 
de varier les températures au cours de l’année de manière similaire aux changements 
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de saisons. En cas de reproduction, les femelles gravides ont souvent besoin d’une 
température légèrement plus élevée que la normale. 
- L’éclairage doit permettre de recréer un cycle naturel. L’intensité et la durée 
d’éclairage dépendent, une fois encore, de l’espèce. La durée d’éclairage varie au 
cours de l’année, avec des jours plus longs l’été et plus courts l’hiver. L’intensité 
d’éclairage dépend du mode de vie : les espèces nocturnes préfèrent une lumière 
plus tamisée, alors qu’une lumière plus vive est privilégiée chez les espèces diurnes. 
Pour tous les ophidiens dont le régime est composé de rongeurs entiers, il n’est pas 
nécessaire de fournir des rayons ultraviolets B (UVB). Cependant il existe des 
espèces comme Opheodrys aestivus qui sont insectivores. Cette alimentation 
nécessite un apport d’UVB qui permet la synthèse de vitamine D3 indispensable à 
l’assimilation du calcium. 
- L’hygrométrie : elle varie de 20-40% pour des espèces plutôt désertiques, à 80% 
pour des espèces tropicales. 
 
Quelle que soit l’espèce, le terrarium doit contenir au minimum les éléments suivants : 
du substrat, un abreuvoir, un abri et de quoi contrôler les paramètres d’ambiance (thermomètre, 
hygromètre). Du décor peut être ajouté, mais il doit être stable afin de ne pas blesser l’animal. 
 
Pour finir, l’alimentation doit être adaptée au stade physiologique, à la taille de l’animal, 
ainsi qu’à son mode de vie. Même si beaucoup de serpents se nourrissent de rongeurs, il existe 
plusieurs régimes alimentaires chez les ophidiens. Comme dit précédemment, certains sont 
insectivores, d’autres, comme les genres Thamnophis sont piscivores, alors que certains 
serpents arboricoles se nourrissent d’oiseaux. La taille de la proie est à adapter à celle de 
l’animal, ainsi que la fréquence de nourrissage selon le stade physiologique (Gérard, 2003). 
III.6.2. Mise en place d’un protocole de reproduction 
Avant de mettre en place un protocole de reproduction il faut s’assurer de bien avoir un 
mâle et une femelle appartenant à la même espèce, et que les deux individus soient matures 
sexuellement. En effet, de nombreuses dystocies sont reportées chez des femelles trop jeunes 
et dont la mise à la reproduction a été prématurée. 
 
Chez beaucoup d’espèces, la reproduction a lieu après une saison plus froide dans les 
conditions naturelles. Il est donc recommandé de mettre en place une période de repos ou de 
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diapause hivernale afin de reproduire le cycle naturel. Il a été montré que cette période possède 
un effet stimulant sur la reproduction, en augmentant la production d’hormones sexuelles et en 
favorisant la folliculogénèse. 
Dans le protocole de reproduction il y a donc plusieurs étapes : une phase dite 
« d’engraissement », puis la diapause hivernale, et enfin, la période d’accouplement. 
- La phase d’engraissement qui précède la reproduction demande beaucoup 
d’énergie. Il faut donc augmenter la fréquence de nourrissage pendant plusieurs 
semaines, en maintenant l’ambiance du terrarium dans les conditions idéales. 
- La diapause hivernale consiste en une diminution de la photopériode, de la 
température et en l’arrêt de la prise de nourriture. La digestion est efficace lorsque 
la température est optimale, il faut donc mettre à jeun les ophidiens environ deux 
semaines avant de diminuer la température afin d’éviter une stase et une putréfaction 
du contenu digestif. Pendant plusieurs semaines, la photopériode et la température 
sont diminuées progressivement jusqu’à leur minimum. Selon les espèces, la 
température peut être diminuée de 4 à10 degrés environ. Le mâle et la femelle sont 
séparés pendant cette période qui dure plusieurs semaines à plusieurs mois. 
- L’accouplement : les individus sont sortis progressivement de cette latence et sont 
à nouveau nourris progressivement. Il faudra attendre que les paramètres 
environnementaux soient « normaux » pour que l’activité sexuelle démarre et que la 
femelle soit placée dans le terrarium du mâle. Le début de cette activité sexuelle est 
notamment marqué par une « mue post-hibernation » associée à l’ovulation et à 
l’émission de phéromones. Certaines espèces nécessitent de placer plusieurs mâles 
avec la femelle afin de stimuler l’accouplement. Il faut cependant surveiller de près 
ces espèces qui peuvent devenir très agressives. D’autre part, les femelles procèdent 
à plusieurs accouplements dans la nature, il semble donc préférable de laisser les 
individus reproducteurs ensemble au moins une semaine afin de permettre ce 
comportement. La femelle est ensuite placée seule dans un terrarium, afin d’avoir 
plus de tranquillité (Raiti, 2000 ; Stahl, 2002 ; Gérard, 2003). 
III.6.3. Gestion de la gravidité 
Il existe quelques particularités concernant la maintenance d’une femelle à la 
reproduction que le propriétaire doit connaitre. Tout d’abord, lors de l’accouplement, le substrat 
habituel peut être échangé par du papier journal par exemple, qui permet de mieux observer 
toutes les sécrétions cloacales dont la semence. Lors de la gravidité, la femelle a souvent des 
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besoins thermiques augmentés, il est donc conseillé d’augmenter légèrement la température du 
terrarium, dans les valeurs hautes de sa ZTO par exemple. Il est ensuite primordial de fournir à 
la femelle ce qu’on appelle une « boîte de ponte » afin de permettre la mise-bas. Cette boîte 
doit être fermée, avec une ouverture assez grande sur le côté ou sur le dessus pour que la femelle 
puisse y entrer entièrement. Du substrat maintenant un certain degré d’humidité doit être placé 
à l’intérieur ; de la sphaigne ou de la vermiculite sont très souvent utilisées à cet effet. 
 
Lorsqu’il a été décidé de mettre à la reproduction des individus, il est important de 
rapporter tout ce qui concerne l’ambiance du terrarium et les évènements relatifs aux individus. 
Ce suivi permet notamment d’estimer quand la mise-bas devrait avoir lieu, et permet de prendre 
du recul sur la conduite de la reproduction en cas de problème. Voici une liste non exhaustive 
des éléments pouvant être rapportés : 
- L’âge, la taille et le poids des individus mis à la reproduction, surtout de la femelle ; 
- Les dates de chaque évènement du protocole de mise à la reproduction : les 
nourrissages ou bien les refus, les changements de conditions environnementales, la 
durée de diapause, le jour de mise en contact avec le mâle, la durée de la période 
d’accouplement ; 
- Les dates des mues : deux mues sont notamment très importantes à rapporter afin 
d’avoir une idée du moment de la mise-bas. Il s’agit de la mue post-hibernation et 
de la mue de pré-ponte ; 
- Les changements physiques de la femelle : le gonflement du tiers caudal du corps, 
marqueur de l’ovulation puis d’une gravidité tardive, ou encore l’assombrissement 
de la coloration qui peut être aussi un marqueur de gravidité ; 
- Les changements comportementaux de la femelle : agressivité, léthargie, ou encore 
reprise d’activité intense annonçant une ponte imminente. 
 
Il est de plus possible, lorsque que la gestation est un peu avancée, de faire des examens 
radiographiques ou échographiques. Pourront ainsi être appréciés : la taille et la forme des œufs, 
ou encore la viabilité des fœtus (Stahl, 2002 ; Gérard, 2003). 
III.6.4. Stérilisation préventive 
Pour les propriétaires ne souhaitant pas, ou plus, faire reproduire leur animal, il est possible 
d’effectuer une stérilisation préventive par ovariectomie. Cette option ne semble pas encore 
beaucoup pratiquée, probablement par crainte du coût et des risques que peut engendrer une 
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intervention chirurgicale (Raiti, 2000 ; Hedley, 2016). 
 
 Chez les sauriens, des stérilisations médicales ont déjà été testées afin de ne pas 
supprimer définitivement la fonction reproductrice. Une étude menée chez des Geckos léopards 
(Eublepharis macularius) a montré que l’utilisation de tamoxifène (un inhibiteur de fixation de 
l’œstrogène), et d’indométacine (un AINS) peut inhiber la folliculogénèse chez des femelles 
sortant de phase de repos. D’autres études ont prouvé que l’utilisation d’implant de GnRH chez 
des femelles Iguane communs (Iguana iguana) suppriment leur activité reproductrice. 
Cependant, cette même expérience n’a pas fonctionné chez des femelles Caméléon casqué 
(Chamaeleo calyptratus). Cette méthode reste donc à explorer chez les ophidiens (DeNardo, 







Partie IV. Présentation de cas cliniques 
Afin d’illustrer la partie théorique, voici trois cas cliniques qui diffèrent par leur 
étiopathogénie ou par leur prise en charge. 
IV.1. Rétention d’œufs et gestation « extra-utérine » chez un serpent des 
blés (Pantherophis guttatus) 
IV.1.1. Commémoratifs et anamnèse 
Hodrey est une femelle Pantherophis guttatus, phase Miami de six ans et qui mesure 
environ 1m30. Elle vit dans un terrarium de 85cm de longueur, 40cm de largeur et 45cm de 
hauteur. Dans ce terrarium, on trouve du chanvre en guise de substrat, une écorce qui lui permet 
de se cacher, des morceaux de bois et un abreuvoir. L’éclairage est permis par un néon placé à 
l’extérieur du terrarium et allumé 12 heures par jour. Le chauffage du terrarium est assuré par 
un câble chauffant placé à l’extérieur du terrarium et concentré en un point afin de différencier 
un point chaud d’un point froid (Cf. Figure 33). La température exacte au point chaud n’est pas 
connue mais oscille entre 20 et 25 °C dans la journée. 
 
Figure 33. Taille et configuration du terrarium d’Hodrey (Photographie personnelle). 
Hodrey a volontairement été mise à la reproduction par ses propriétaires pour la 
première fois. Pour cela, elle a été nourrie deux fois par semaine pendant plusieurs semaines 
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afin d’augmenter ses réserves énergétiques, étape essentielle avant une gestation. Un mâle a 
ensuite été placé avec elle pendant quelques jours dans le terrarium et des signes de copulation 
ont été observés. Hodrey a alors été nourrie une fois par semaine et une boîte de ponte en 
plastique contenant de la sphaigne humide a été placée dans son terrarium. Environ un mois et 
demi après Hodrey pond cinq œufs. 
Cependant 48 heures après le début de la ponte, Hodrey est léthargique et présente une 
distension cœlomique caudale (Cf. Figure 34), ce qui motive sa visite à l’Ecole Nationale 
Vétérinaire de Toulouse (ENVT) au service des Nouveaux Animaux de Compagnie (NAC) et 
de la Faune Sauvage. 
 
Figure 34. Deux jours après le début de la ponte, Hodrey est léthargique et présente une distension 
cœlomique caudale importante (Photographie personnelle). 
IV.1.2. Examen clinique 
A l’admission, Hodrey pèse 440g, présente un abattement marqué et une déshydratation 
évaluée à 5%. La cavité cœlomique est gonflée et tendue dans son tiers caudal et la palpation 
révèle un chapelet de structures ovoïdes plus ou moins fermes. 
Un diagnostic différentiel est établi : compte-tenu de l’anamnèse, l’hypothèse la plus 
probable est celle d’une rétention d’œufs, suivi de manière moins probable d’un fécalome, 
d’abcès ou de tumeurs multiples. 
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IV.1.3. Examens complémentaires 
Des radiographies sont faites et confirment le diagnostic : on observe des formes ovales, 
radio-opaques, sur l’aire de projection des oviductes. Il s’agit bien d’une rétention de huit œufs 
(Cf. Figure 35). 
 
Figure 35. Radiographie dorso-ventrale mettant en évidence la rétention de huit œufs chez Hodrey 
(ENVT, Clinique NAC et Faune Sauvage). 
IV.1.4. Traitement 
Dans le cas d’Hodrey, un traitement chirurgical est mis en place. En effet, une cause 
obstructive n’ayant pas été écartée et un nombre important d’œufs étant coincé, le traitement 
médical, l’extraction manuelle et l’ovocentèse ne sont pas indiqués. 
L’analgésie est gérée avec de la morphine (posologie inconnue) et l’anesthésie est faite 
à l’alfaxalone à 9 mg/kg en intraveineuse relayée par de l’isoflurane. La cœliotomie est abordée 
de manière para-ventrale et l’appareil reproducteur est examiné. Lors de la chirurgie, huit œufs 
sont retrouvés coincés, dont cinq sont libres dans la cavité cœlomique (Cf. Figure 36). 
L’oviducte droit est lésé suggérant une rupture de l’oviducte et la libération des œufs dans la 
cavité cœlomique. Cette découverte pose la question de l’étiologie de la rétention d’œufs : la 
gestation « extra-utérine » est-elle la cause de la dystocie, ou bien une conséquence de celle-ci ? 
Ce que l’on sait, c’est que les œufs libres avaient une taille et une forme normales et étaient 
recouverts d’une coquille. Or la coquille est produite par l’oviducte, ces œufs ont donc passé la 
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majeure partie de leur développement dans l’oviducte. Cependant, il est possible qu’un oviducte 
fragile ou malformé se soit rompu, laissant les œufs libres dans la cavité cœlomique qui ne 
peuvent donc être expulsés. A l’inverse, une autre cause pourrait être à l’origine de la dystocie, 
et les contractions sur l’oviducte, ou bien la manipulation lors de la ponte, l’ont rompu. Il est 
donc impossible de répondre à cette question. 
Il est donc finalement décidé de réaliser une ovariosalpingectomie à droite. 
 
Figure 36. L’oviducte contenant les œufs coincés est extériorisé (A), et des œufs sont retrouvés libres 
dans la cavité cœlomique (B) (ENVT, Clinique NAC et Faune Sauvage). 
En traitement post-opératoire, Hodrey reçoit du meloxicam à 0,2 mg/kg par voie orale 
une fois par jour (SID) pendant huit jours, et une couverture antibiotique avec des 
triméthoprimes sulfamides (TMPS) à 20 mg/kg par voie orale SID pendant sept jours. 
IV.1.5. Discussion 
Comme pour beaucoup de dystocies chez les ophidiens, l’étiologie reste ici inconnue. Il 
peut s’agir d’une dystocie obstructive causée par les œufs libres, comme évoqué précédemment, 
ou bien d’une dystocie non obstructive dont l’origine reste à déterminer. Si l’on reprend les 
conditions de détention : la femelle se trouvait seule, dans un terrarium de taille adaptée avec 
une boîte de ponte, cependant la température n’était pas complètement contrôlée (absence de 
thermostat). Hodrey avait été préparée afin de faire des réserves donc n’était pas en état de 
malnutrition, mais peut-être à l’inverse, était-elle en surpoids (facteur favorisant de dystocie). 
Cependant, la chirurgie n’a pas révélé d’excès de graisse et n’a pas non plus mis en évidence 
de cause obstructive autre que les œufs présents dans la cavité cœlomique. Le tableau suivant 
(Tableau 10) résume les causes possibles de la dystocie d’Hodrey. 
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Tableau 10. Etiologies possibles à la dystocie d’Hodrey. 
Dystocie obstructive Dystocie non obstructive 




Quelques éléments de la prise en charge peuvent être discutés. La radiographie est un 
examen complémentaire de choix dans le diagnostic de dystocie. Cependant, il est toujours 
conseillé d’avoir deux vues, et lorsque cela est impossible, le cliché de profil est à privilégier. 
Une échographie aurait aussi pu être effectuée et aurait permis la visualisation des ovaires et 
des oviductes, mais n’aurait pas apporté plus d’éléments pour la prise en charge. 
Concernant le traitement thérapeutique, l’analgésie a été prise en charge avec de la 
morphine puis avec du meloxicam. Les doses utilisées pour la morphine ont dû être extrapolées 
car, à ce jour, aucune preuve de son efficacité chez les ophidiens a été mise en évidence. Quant 
au meloxicam, même si sa valeur analgésique n’est pas connue, sa valence antiinflammatoire 
est prouvée et conseillée dans la prise en charge post-opératoire. Enfin, l’utilisation des TMPS 
comme antibiotiques est à prendre avec précaution à cause de leur néphrotoxicité, notamment 
chez des animaux déshydratés. 
IV.2. Rétention fœtale chez un Boa imperator 
 Ce cas est publié avec l’aimable autorisation du Dr Julien Goin et du Dr Emma Monge. 
IV.2.1. Commémoratifs et anamnèse 
Padmé est une femelle Boa imperator de quatre ans. Elle vit dans un terrarium de 
marque Herptek® de 120cm de longueur, 70cm de largeur et 35cm de hauteur. Un tapis 
chauffant permet d’atteindre la température journalière de 32°C au point chaud. Le reste des 
conditions d’élevage ont été analysées et jugées correctes par les vétérinaires ayant reçu Padmé 
en consultation. 
 
Padmé pesait 6kg et a donc été mise en contact avec un mâle pour la reproduction. Huit 
mois plus tard, Padmé expulse neuf poches fœtales d’aspect anormal : ces poches sont dures et 
sèches, de couleur marron à noire, soit non fécondées (appelées slugs), soit contenant des 
avortons. Cependant, depuis trois mois Padmé est anorexique et ses propriétaires constatent un 
amaigrissement marqué. En raison de tous ces éléments, les propriétaires décident d’amener 
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Padmé en consultation au service des NAC de l’école nationale vétérinaire de Nantes (ONIRIS). 
IV.2.2. Examen clinique 
A son admission, Padmé présente un amaigrissement sévère (perte de 2,3kg en 8 mois). 
Elle n’est pas déshydratée mais présente une apathie modérée. 
Des cicatrices d’anciennes brûlures sont observées au niveau des écailles ventrales de 
la moitié postérieure du corps et correspondent à des blessures causées par l’absence de 
protection autour du système de chauffage. Enfin, la palpation de la deuxième moitié du corps 
révèle la présence de structures rondes et fermes de 5cm de diamètre (Cf. Figure 37). 
 
Figure 37. Chapelet de structures rondes (flèches) visibles et palpable dans la deuxième moitié du 
corps de Padmé (Source : Dr Emma Monge et Dr Julien Goin). 
La durée de gravidité dépassée (en moyenne six à sept mois), le début de la parturition 
et la palpation anormale de la cavité cœlomique conduisent à placer la dystocie en première 
hypothèse du diagnostic différentiel. De manière beaucoup moins probable, le diagnostic 
différentiel comprend : fécalome, tumeurs, abcès. 
IV.2.3. Examens complémentaires 
Tout d’abord une radiographie est effectuée. Elle met en évidence la présence de 
nombreuses masses rondes radio-opaques compatibles avec la présence de poches fœtales dans 




Figure 38. Clichés radiographiques de profil du tiers moyen et du tiers caudal de Padmé (Source : Dr 
Emma Monge et Dr Julien Goin). 
Un bilan biochimique préopératoire ne montre aucune anomalie significative. Enfin une 
échographie est réalisée afin d’évaluer la viabilité des fœtus. Aucun battement cardiaque n’est 
détecté et les poches fœtales sont hyperéchogènes. 
IV.2.4. Traitement 
Compte tenu de la durée de la rétention et du grand nombre de poches fœtales une 
salpingotomie est entreprise. De plus, afin d’éviter une récidive, une ovariectomie est effectuée. 
Une première incision para-ventrale est pratiquée en région pré-cloacale, afin de retirer 
les poches fœtales retenues. Les poches les plus caudales sont extériorisées par une unique 
incision en les repoussant par palpation (Cf. Figure 39). Une deuxième incision est pratiquée à 
mi-distance rostre – cloaque afin de retirer les poches fœtales les plus crâniales, et pour effectuer 
l’ovariectomie. Après examen des tissus, une salpingectomie localisée est pratiquée dans la 




Figure 39. Les poches fœtales retenues sont retirées (A)(B) et les ovaires sont visualisés (C) pour leur 
exérèse. Les poches retirées (D) ont un aspect anormal et le fœtus sont non viables (Source : Dr Emma 
Monge et Dr Julien Goin). 
IV.2.5. Discussion 
Dans ce cas aussi, l’étiologie de la dystocie n’a pas été mise en évidence. Padmé se 
trouve dans le cas d’une dystocie non obstructive, mais les conditions d’élevage ne semblent 
pas être en cause. De plus, l’âge et le poids de Padmé était propice à la mise à la reproduction. 
Cependant, nous ne savons pas si un cycle de reproduction avec diapause a été mis en place par 
les propriétaires. La sédentarité peut aussi être un facteur incriminé dans le mécanisme de 
l’affection. 
IV.3. Rétention d’œufs par blocage de leur développement chez une 
Pantherophis guttatus 
 Ce cas est publié avec l’aimable autorisation du Dr Julien Goin. 
IV.3.1. Commémoratifs et anamnèse 
Trinity est une femelle Pantherophis guttatus d’environ 10 ans qui mesure 1,20m. Elle 
vit avec une autre femelle Serpent des blés de 3 ans dans un terrarium de 90cm de longueur, 
60cm de largeur et 35cm de hauteur. Leur terrarium est chauffé par un tapis chauffant et leurs 
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conditions d’élevage semblent adaptées à l’espèce. 
 
Un an auparavant, Trinity avait été mise en contact avec deux mâles et il en avait résulté 
la ponte de trente œufs. Les deux derniers œufs avaient fait l’objet d’une rétention et avaient 
été extraits par salpingotomie (Cf. Figure 40). 
 
Figure 40. Une première rétention d’œufs avait été diagnostiquée par radiographie (A) il y a un an, 
et traitée par salpingotomie (B) (Source : Dr Julien Goin). 
Depuis trois mois, Trinity est anorexique et présente une dilatation de la moitié caudale 
du corps. 
IV.3.2. Examen clinique 
A l’admission, elle pèse 780g. L’examen clinique montre une distension de la moitié 
caudale du corps et la palpation révèle un chapelet d’environ 15 masses ovoïdes. Aucune autre 
anomalie n’est détectée. 
Compte tenu de ses antécédents, une dystocie est suspectée. Cependant, l’absence de 
mise en contact avec un mâle cette année, laisse d’autres étiologies probables (fécalome, 
tumeurs, abcès). 
IV.3.3. Examens complémentaires 
Une échographie est pratiquée afin de mieux caractériser les masses : elles ont une taille 
moyenne de 2cm, sont de forme ovoïde et homogènes, d’échogénicité moyenne (Cf. Figure 41). 





Figure 41. Echographie mettant en évidence des images compatibles avec la présence d’œufs chez 
Trinity (Source : Dr Julien Goin). 
Une biochimie plasmatique est aussi réalisée et montre une hypercalcémie à 160 mg/L 
(pour des valeurs de référence comprises entre 100 et 120 mg/L), fréquente lors du processus 
d’ovogénèse. Aucune autre anomalie n’est détectée. 
IV.3.4. Traitement 
Les symptômes évoluant depuis trois mois, et compte tenu de l’aspect récidivant, il est 
décidé de stériliser chirurgicalement Trinity. 
L’induction de l’anesthésie générale est réalisée par l’injection de propofol à 10 mg/kg 
en intracardiaque, puis par du gaz anesthésique en relai. Une injection de meloxicam à 0,2 
mg/kg par voie intramusculaire est pratiquée afin d’assurer l’analgésie. 
La cœliotomie est réalisée en incisant entre les écailles ventrales et la première rangée 
d’écailles latérales, puis une ovario-salpingectomie bilatérale est entreprise. Dans l’oviducte 
gauche, une quinzaine d’ovules non fécondés, et donc bloqués en cours d’ovogénèse, sont 




Figure 42. La cœliotomie est pratiquée entre les écailles ventrales et la première rangée d’écailles 
latérales (A) ; et l’ensemble ovaires – oviductes est extériorisé (B) (Source : Dr Julien Goin). 
Pour la prise en charge post-opératoire, une antibiothérapie est mise en place pendant 
deux semaines avec de l’enrofloxacine à 10 mg/kg/j par injection intramusculaire. Trinity est 
gardée 48 heures en observation, puis rendue à son propriétaire chez qui elle recommence à se 
nourrir 8 jours plus tard. Un mois après, les points cutanés sont retirés. 
IV.3.5. Discussion 
L’étiologie de la rétention d’œufs est dans ce cas connue. Trinity a fait l’objet d’une 
dystocie non obstructive causée par l’interruption de l’ovogénèse en absence de fécondation. 
Physiologiquement, les femelles peuvent avoir une activité ovarienne en l’absence de mâle. 
Cependant, les ovocytes se résorbent en l’absence de fécondation. Dans certains cas, ces 
ovocytes non fécondés ne se résorbent pas et accumulent des réserves, formant des slugs. 
 
Concernant la prise en charge thérapeutique, voici quelques points qui peuvent être 
discutés. Tout d’abord, le meloxicam a été utilisé afin de prendre en charge la douleur. Or, la 
valence anti-inflammatoire a été prouvée chez les ophidiens mais pas sa valence analgésique. 
Cependant, compte tenu du peu de connaissances concernant l’analgésie chez les ophidiens, 
l’utilisation de meloxicam prévient, a minima, l’emballement de l’inflammation. 
L’antibiothérapie post-opératoire est assurée par l’enrofloxacine. Cette molécule fait 
partie de la famille des quinolones de troisième génération. Depuis l’arrêté du 18 mars 2016, 
les molécules de cette famille sont considérées comme des antibiotiques critiques dont 
l’utilisation prophylactique est proscrite. La prise en charge de ce cas a été effectuée en 2010, 
donc n’était pas concernée par cet arrêté. Depuis l’application de l’arrêté, il est interdit d’utiliser 








Très peu décrite chez les ophidiens sauvages, la dystocie se rencontre de plus en plus chez 
les serpents élevés en captivité. Pour cette raison, il est important que le vétérinaire NAC ait 
une bonne connaissance de la biologie de la reproduction des serpents et de leur maintenance 
en terrariophilie. 
 
Même si les étapes d’une reproduction physiologique sont bien connues, il existe encore 
beaucoup de questions sur son contrôle hormonal. En effet, les études montrent des résultats 
contradictoires qui semblent souvent dépendre de l’espèce étudiée. Avec plus de 3000 espèces 
de serpents présentes dans le monde, il est donc difficile d’établir des généralités. 
 
Comme pour beaucoup d’affections des serpents, les signes cliniques sont très frustres et 
certains sont compatibles avec une gestation physiologique. Il est donc primordial de connaître 
la biologie de l’espèce reçue en consultation et d’avoir un rapport détaillé des commémoratifs 
par les propriétaires. L’imagerie médicale est souvent indispensable afin de confirmer le 
diagnostic de dystocie et permet parfois d’en déterminer l’origine. Les causes responsables de 
dystocie sont nombreuses mais peu souvent déterminées avec certitude. La sédentarité et les 
conditions d’élevage inadaptées à l’espèce sont souvent mises en cause. 
 
Le vétérinaire possède plusieurs possibilités de traitement face à un serpent dystocique, 
mais le choix repose sur l’étiopathogénie de la dystocie et le moment de la prise en charge. Il 
faut retenir que le traitement médical et l’extraction manuelle sont à proscrire lors de dystocie 
obstructive et ne sont efficaces que dans les 48 heures après un début de ponte/parturition 
infructueuse. Bien souvent, le traitement de choix est chirurgical et le type de chirurgie est à 
adapter en fonction du contexte. 
 
Il faudra retenir que bien souvent, les conditions de détention sont incriminées et que le 
meilleur moyen de prévenir cette affection est de placer les serpents dans des environnements 
les plus proches de leur biotope naturel. Le vétérinaire devra être un véritable conseiller pour 
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Annexe 2. Nombre d’écailles accessibles par sondage cloacal chez le mâle et chez la femelle 
de différentes espèces (Di Girolamo, Selleri, 2017). 
Espèces Mâle Femelle 
Acrantophis spp 10-12 4-5 
Aspidites spp 10-12 3-4 
Boa constrictor 9-12 2-4 
Corallus caninus 14-15 3 
Epicrates cenchria cenchria 11 3 
Eunectes murinus 19 2-3 
Morelia spp 9-10 2-5 
Python molurus bivittatus 10-16 3-5 
Python molurus molurus 10-12 3-5 
Python regius 10 3 
Python reticulatus 9-10 2-3 





Annexe 3. Exemple de fiche de renseignement à faire remplir au propriétaire en salle d’attente 















LA DYSTOCIE CHEZ LES OPHIDIENS : 
ETIOLOGIE, DIAGNOSTIC ET PRISE EN CHARGE 
 
Pour les terrariophiles possédant des ophidiens, la reproduction est bien souvent le but ultime de l’élevage, 
et les vétérinaires peuvent donc être confrontés aux problèmes en résultant, comme la dystocie. 
Ce travail de synthèse bibliographique rappelle d’abord l’anatomie et la physiologie de la reproduction 
des ophidiens femelle avant de faire le point sur l’étiopathogénie des dystocies, les moyens diagnostiques et les 
différentes possibilités de traitements. 
Les causes de dystocie sont nombreuses mais ne sont pas souvent déterminées avec certitude. Il semble 
toutefois que les paramètres environnementaux ont un rôle majeur dans l’apparition de cette affection. Une bonne 
connaissance de la biologie de l’espèce et des commémoratifs sont indispensables à l’établissement du diagnostic 
de dystocie et à la détermination de ces causes. Pour aider à ce diagnostic le recours aux examens d’imagerie 
médicale est particulièrement intéressant. Bien qu’il existe de multiples possibilités de traitement, leur fenêtre 
d’action est très courte pour l’utilisation d’un traitement médical est c’est bien souvent le traitement chirurgical 
qui est recommandé. 
 
Mots-clés : OPHIDIENS, SERPENTS, REPRODUCTION, DYSTOCIE, RETENTION D’ŒUFS. 
 
DYSTOCIA IN OPHIDIANS: 
ETIOLOGY, DIAGNOSIS AND TREATMENTS 
 
For most of ophidian owners, reproduction of their animals is their main concern. Therefore, they often 
consult veterinarians for reproductive disorders, especially dystocia. 
This literature review first presents the anatomy and physiology of female reproduction in ophidians, and 
then an update of knowledge on dystocia by focusing on aetiology, diagnosis and treatments. 
There are many causes of dystocia but there are often difficult to identify in practice. It seems that 
environmental parameters play a prominent role in establishment of this pathology. Case history and biological 
knowledge about the captive species are essential to diagnose dystocia, as much as use of medical imagery. 
Although many treatments exist, medically and surgically, there action pane is very restrictive and surgical 
treatment is recommended most of the time. 
 
Key words: REPTILES, OPHIDIANS, SNAKES, REPRODUCTION, DYSTOCIA, EGG RETENTION. 
